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RESUME 
 
Rôle de la GTPase RhoB dans la réponse aux dommages à 
l’ADN induits par la camptothécine. 
 
RhoB est une GTPase impliquée dans diverses fonctions intracellulaires comme 
l’organisation du cytosquelette. En plus de ses rôles bien établis, RhoB a récemment 
émergé comme un gène de réponse précoce aux dommages à l’ADN. RhoB est 
surexprimée et activée en réponse à divers génotoxiques bien que les mécanismes 
d’induction et la relevance fonctionnelle de cette induction restent mal compris. RhoB 
possède également des propriétés de suppresseur de tumeurs. Son expression diminue lors 
de la progression tumorale et la perte de RhoB favorise la prolifération cellulaire et 
l’invasion. Pour étudier le rôle de RhoB dans la réponse aux dommages à l’ADN et son 
implication potentielle dans la progression tumorale, nous avons utilisé la camptothécine 
(CPT), un inhibiteur sélectif de la topoisomérase I qui produit des cassures double-brin 
(DSBs) de l’ADN. Nous montrons que, dans les cellules traitées par la CPT, les DSBs 
induisent l’expression de RhoB par un mécanisme qui dépend de Chk2 et de son substrat 
HuR qui se lie à l’ARNm de RhoB et prévient sa dégradation. Des cellules déficientes en 
RhoB présentent un défaut de déphosphorylation de γ-H2AX après le retrait de la CPT, 
suggérant un défaut de réparation des DSBs. Ces cellules présentent également une 
diminution de l’activité de PP2A, une phosphatase pour γ-H2AX et d’autres protéines de 
la signalisation et de la réparation des dommages à l’ADN. Nous proposons que les DSBs 
activent une voie Chk2-HuR-RhoB qui favorise la déphosphorylation de γ-H2AX par 
PP2A. Enfin, nous montrons que les cellules déficientes en RhoB accumulent du γ-H2AX 
endogène et des anomalies chromosomiques, suggérant que la perte de RhoB augmente 
l’instabilité génomique induite par les DSBs et la progression tumorale.  
 
Mots clés : RhoB, cassure double-brin, Chk2, γ-H2AX, PP2A, HuR, réparation de l’ADN, 
stabilité du génome. 
 
 
 
 	
SUMMARY 
 
Role of the RhoB GTPase in the DNA damage response 
induced by camptothecin. 
 
RhoB is a GTPase implicated in various intracellular functions such as cytoskeletal 
organization. Besides its well-established roles, RhoB recently emerged as an early DNA 
damage-inducible gene. RhoB is overexpressed and activated in response to various 
genotoxics although the mechanism of induction and functional relevance remain unclear. 
RhoB also possesses tumor suppressor properties. Its expression decreases during tumor 
progression and loss of RhoB promotes cell proliferation and invasion. To study the role 
of RhoB in the DNA damage response and its potential implication in tumor progression, 
we used camptothecin (CPT), a selective inhibitor of topoisomerase I that produces DNA 
double-strand breaks (DSBs). We show that, in CPT-treated cells, DSBs induce RhoB 
expression by a mechanism that depends on Chk2 and its substrate HuR that binds to and 
protects RhoB mRNA against degradation. RhoB deficient cells fail to dephosphorylate γ-
H2AX following CPT removal suggesting defective DSB repair. These cells also show 
decreased activity of PP2A, a phosphatase for γ-H2AX and other DNA damage signaling 
and repair proteins. We propose that DSBs activate a Chk2-HuR-RhoB pathway that 
promotes PP2A-mediated dephosphorylation of γ-H2AX. Finally, we show that RhoB 
deficient cells accumulate endogenous γ-H2AX and chromosomal abnormalities, 
suggesting that RhoB loss increases DSB-mediated genomic instability and tumor 
progression.  
 
Keywords: RhoB, DNA double-strand break, Chk2, γ-H2AX, PP2A, HuR, DNA repair, 
genome stability. 
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INTRODUCTION 
 
RhoB est une protéine G appartenant à la famille des GTPases Rho comprenant 20 
membres impliqués dans la signalisation intracellulaire. RhoB présente une forte 
homologie de séquence en acides aminés (près de 85% d’identité) avec deux autres 
membres de la famille des GTPases Rho : RhoA et RhoC. Comme la plupart des Rho 
GTPases, RhoB oscille entre une forme inactive liée au GDP et une forme active liée au 
GTP. Le passage de l’un à l’autre état est finement régulé par trois familles de protéines : 
les GEFs (Guanine Exchange Factor),  les GAPs (GTPases Activating Proteins) et les 
GDIs (Guanine nucleotide Dissociation Inhibitors). Les GEFs stimulent l’échange du 
GDP par du GTP pour générer la forme active de RhoB. Les GAPs accélèrent l’activité 
GTPasique intrinsèque des protéines Rho afin de les inactiver. Quant aux GDIs, elles ont 
un rôle de séquestration cytoplasmique des protéines Rho liées au GDP (Wennerberg and 
Der, 2004). Lorsqu’elle est liée au GTP, RhoB peut interagir avec ses protéines effectrices 
stimulant ainsi une variété de processus cellulaires comme entre autres le trafic 
endocytaire, la migration et l’adhérence cellulaire (Jaffe and Hall, 2005).  
 
RhoB est la seule GTPase décrite pour être un gène de réponse précoce à des stress 
génotoxiques tels que les rayonnements ultraviolets (UV) de types B et C et le cisplatine 
(Fritz et al., 1995 ; Canguilhem et al., 2005). Ces observations suggèrent que RhoB puisse 
jouer un rôle dans les mécanismes cellulaires de réponse aux dommages à l’ADN. En 
accord avec cette hypothèse, des souris KO pour RhoB ont une susceptibilité accrue à 
former des tumeurs de peaux induites chimiquement par le carcinogène DMBA (7,12-
dimethylbenzanthracene), un inducteur de dommages à l’ADN (Liu et al., 2001a). La 
surexpression de RhoB est due, au moins en partie, à une augmentation de la transcription 
de son gène par un mécanisme dépendant du récepteur à l’epidermal growth factor (EGF) 
(Canguilhem et al., 2005) et à la stabilisation de son ARN messager par la protéine HuR 
qui se lie à l’ARNm (Westmark et al., 2005). Des travaux du laboratoire montrent que 
RhoB est activée (augmentation de la forme liée au GTP) en réponse aux UVB 
(Canguilhem et al., 2005) et aux radiations ionisantes (Monferran et al., 2008). 
L’activation de RhoB est transitoire et semble précéder l’augmentation de son expression 
en protéine en réponse aux UVB (Canguilhem et al., 2005). Néanmoins, les mécanismes 
 
moléculaires d’induction de RhoB et son rôle potentiel dans la réponse aux dommages à 
l’ADN restent à éclaircir. 
 
RhoB, à la différence de RhoA et de RhoC, semble avoir des propriétés de 
suppresseur de tumeurs. En effet, de nombreuses études soulignent une sous-expression 
de la protéine RhoB dans un certain nombre de cancers, notamment dans les cancers 
pulmonaires où l’expression de RhoB semble être inversement proportionnelle au grade 
de la tumeur (Mazieres et al., 2004 ; Sato et al., 2007), mais aussi dans les cancers de la 
sphère ORL (Adnane et al., 2002b), les glioblastomes (Forget et al., 2002) et les cancers 
gastriques (Zhou et al., 2011). Ces observations suggèrent que la diminution d’expression 
de RhoB puisse jouer un rôle dans la progression tumorale. Si les mécanismes à l’origine 
de la diminution d’expression de RhoB dans les tumeurs restent à éclaircir, il apparaît 
néanmoins que son expression serait réprimée, au niveau transcriptionnel, par l’histone 
déacétylase 1 (HDAC 1) dans des lignées tumorales pulmonaires humaines (Wang et al., 
2003). En accord avec le rôle suppresseur de tumeurs de RhoB, de nombreuses études in 
vitro et in vivo montrent que la surexpression de RhoB inhibe la croissance des tumeurs et 
la formation de métastases (Chen et al., 2000 ; Jiang et al., 2004 ; Couderc et al., 2008).   
 
 La topoisomérase I (Top1) est une enzyme essentielle qui relaxe l’ADN compacté 
dans les régions en cours de transcription et de réplication (Wang, 2002). La Top1 relaxe 
l’ADN en produisant transitoirement des complexes de clivage Top1-ADN qui 
correspondent à des coupures simple-brin de l’ADN associées à la Top1 (Wang, 2002). 
Immédiatement après la relaxation de l’ADN, la Top1 relie les extrémités des coupures et 
redonne à l’ADN son intégrité initiale. La « religation » rapide de ces complexes de 
clivage est inhibée par de nombreuses lésions de l’ADN d’origine endogène et exogène 
comme des altérations de base (oxydation, alkylation, mésappariement de bases, perte de 
bases), des adduits carcinogéniques ou encore des cassures simple-brin de l’ADN 
(Pourquier and Pommier, 2001). Les complexes Top1-ADN peuvent également être 
stabilisés avec une très grande sélectivité par la camptothécine (CPT), un alcaloïde de 
plante dont les dérivés solubles irinotecan et topotecan sont utilisés dans le traitement des 
cancers du colon, de l’ovaire et du poumon (Pommier, 2006). La CPT stabilise les 
cassures simple-brin associées à la Top1 en s’insérant spécifiquement dans l’interface 
 
entre la Top1 et l’ADN ce qui ralentit la « religation » des coupures. La stabilisation des 
complexes de clivage par la CPT entraîne la production de cassures double-brin (DSBs) 
de l’ADN lors de la réplication et de la transcription. Lors de la réplication, les cassures 
simple-brin associés à la Top1 sont converties en DSBs par la collision entre une fourche 
de réplication et un complexe Top1-ADN (Furuta et al., 2003). Lors de la transcription, le 
blocage de l’ARN polymérase II par un complexe Top1-ADN entraîne la production 
d’une DSB par un mécanisme dépendant des R-loops qui sont des structures d’acide 
nucléique à 3 brins composées d’un hybride ARN:ADN et d’un ADN simple-brin 
identique à la molécule d’ARN (Sordet et al., 2009 ; Sordet et al., 2010). D’un point de 
vue mécanistique, la CPT est un outil moléculaire puissant pour disséquer les voies de 
signalisation des DSBs puisqu’elle n’a pas d’autre cible cellulaire connue que la Top1. La 
CPT a également l’avantage de stabiliser réversiblement les complexes Top1-ADN. En 
effet, les complexes Top1-ADN reversent complètement dans les minutes qui suivent le 
retrait de la CPT du milieu de culture (Pommier, 2006).  
 
 Les DSBs sont parmi les lésions les plus sévères et un défaut de réparation peut 
entraîner des translocations chromosomiques et une instabilité génomique avec les 
conséquences potentielles qui en découlent (initiation et/ou progression tumorale, 
malformations congénitales), d’où un intérêt majeur de comprendre les mécanismes de 
réponse aux dommages à l’ADN (Bonner et al., 2008 ; Jackson and Bartek, 2009). Les 
kinases ATM, ATR et DNA-PK sont rapidement activées par les DSBs et phosphorylent 
de nombreuses protéines de la réponse aux dommages à l’ADN aux sites des cassures, 
incluant l’histone H2AX, 53BP1 et Chk2 (Shiloh, 2006). Le recrutement de ces protéines 
aux sites des DSBs est requis pour une réparation efficace des DSBs (Lukas et al., 2011). 
La phosphorylation de ces protéines est essentielle pour activer des voies de signalisation 
ou « checkpoints » qui arrêtent la réplication de l’ADN et la progression du cycle 
cellulaire, coordonnent les processus de réparation et éventuellement induisent la mort 
cellulaire (Shiloh, 2006). Ces phosphorylations sont réversibles et prises en charge par des 
sérine/thréonine phosphatases comme PP2A, PP4, PP1, PP6 et Wip1 (Freeman and 
Monteiro, 2010). De récentes études soulignent l’importance de la déphosphorylation des 
protéines de la réponse aux dommages dans la réparation des DSBs (Chowdhury et al., 
2005 ; Kalev et al., 2012).  
 
 
L’objectif de la thèse a consisté à identifier les mécanismes moléculaires impliqués 
dans l’induction de RhoB en réponse aux DSBs ainsi qu’à comprendre le rôle fonctionnel 
de cette induction. Tout au long de l’étude, nous avons utilisé un modèle de cellules 
humaines et murines traitées par la CPT. 
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Chapitre I : La GTPase RhoB 
I.1 Présentation générale des GTPases Rho 
I.1.1 Arbre phylogénétique de la superfamille Ras 
Les GTPases Rho appartiennent à la superfamille Ras des petites protéines G 
monomériques, de faible masse moléculaire (20 à 30 kDa). La superfamille Ras, divisée 
en cinq principales sous-familles (figure 1), est impliquée dans divers processus 
cellulaires dont les principales fonctions sont : 
• Ras est impliquée dans la régulation de l’expression génique, de la prolifération,  
différenciation, morphologie cellulaire et de l’apoptose. 
• Rho est impliquée dans l’organisation du cytosquelette d’actine, la progression du 
cycle cellulaire, la transcription cellulaire. 
• Arf/Sar contrôle le trafic vésiculaire, en particulier au niveau de l’appareil de 
Golgi. 
• Ran est impliquée dans la régulation du transport nucléo-cytoplasmique et dans 
l’organisation des microtubules lors de la mitose.  
• Rab régule le trafic vésiculaire intracellulaire. 
 
La famille Rho comporte chez les mammifères 20 membres divisés en 8 sous-
familles en fonction de leurs homologies de séquences (figure 1) (Vega and Ridley, 
2008).  
 
 
         
                
Figure 1 : Arbre phylogénétique de la superfamille des GTPases Ras. 
Les 20 membres de la famille des GTPases Rho sont groupés en 8 sous-familles. Les 
protéines RhoBTB3, MIRO1 et MIRO2 initialement incluses sont exclues de la famille 
Rho par leur manque d’un domaine spécifique au Rho, appelé « région d’insert » de 12 
acides aminés (Boureux et al., 2007).  
(D’après Vega and Ridley, 2008) 
 
I.1.2 Structures et domaines des GTPases Rho 
 
Les protéines GTPases Rho partagent environ 30% d’identité avec les GTPases 
Ras et entre 40 à 95% d’identité entre elles (Wennerberg and Der, 2004). Elles sont 
composées de plusieurs domaines : la partie N-terminale qui comprend les régions 
impliquées dans la liaison au GTP ou au GDP et jouant un rôle important dans la liaison 
aux effecteurs et aux régulateurs (Wheeler and Ridley, 2004). L’essentiel des différences 
de séquence primaire entre les protéines Rho se situe principalement dans la partie C-
terminale appelée région hypervariable (figure 2). 
 
Les GTPases Rho présentent à leur extrémité C-terminale une séquence sujette à 
des modifications post-traductionnelles par des isoprényltransférases (Wennerberg et al., 
2005). En effet, la plupart des GTPases Rho sont farnésylées ou géranylgéranylées sur la 
cystéine (C) de leur séquence consensus CAAX. Ces modifications lipidiques en C-
terminale des GTPases Rho sont essentielles à leur localisation subcellulaire, ce qui 
permet de les mettre en contact avec leurs effecteurs (Wennerberg and Der, 2004). 
                             
 
 
Figure 2 : L’organisation en domaines des GTPases Rho.  
RhoA, RhoB, RhoC, RhoD, RhoF, Rac1, Rac2, Rac3, RhoG, Cdc42, TCL et TC10 
partagent une structure en domaines similaire. Rnd1, Rnd2, Rnd3/RhoE et RhoH 
présentent des modifications dans la région liant les nucléotides, ce qui leur confèrent une 
incapacité d’hydrolyse du GTP. Wrch1 et Wrch2 sont caractérisées par la présence d’une 
région riche en proline à l’extrémité N-terminale. RhoBTB1 et RhoBTB2 ont 
l’organisation la plus divergente puisqu’elles possèdent deux séquences de localisation 
nucléaire (NLS). 
(D’après Vega and Ridley, 2008)     
 
 
 
 
 
I.2 Les fonctions générales des GTPases Rho  
Les GTPases Rho ont tout d’abord été décrites pour réguler l’organisation du 
cytosquelette d’actine (Hall, 1998). De par leur fonction sur l’organisation du 
cytosquelette d’actine mais également sur celle des microtubules, les GTPases Rho 
contrôlent la motilité, la morphologie et la polarité cellulaire, l’adhésion intercellulaire et 
à la matrice extracellulaire, ainsi que le trafic vésiculaire exo- et endocytaire (Ridley, 
2006). Elles se sont aussi révélées être des pivots majeurs dans de nombreux processus 
fondamentaux tels que l’expression génique, la régulation du cycle cellulaire, la 
prolifération et l’équilibre survie/apoptose (Raftopoulou and Hall, 2004 ; Burridge and 
Wennerberg, 2004).    
De par leur action sur des fonctions cellulaires souvent perturbées lors des 
processus cancéreux, les GTPases Rho jouent un rôle majeur dans la transformation 
cellulaire (Sahai and Marshall, 2002 ; Karlsson et al., 2009). Contrairement aux GTPases 
de la famille Ras, aucune mutation n’a été détectée dans les gènes codant pour les 
GTPases Rho dans les tumeurs, à l’exception de RhoH dont le gène est muté dans certains 
lymphomes B (Ridley, 2004 ; Gomez del Pulgar et al., 2005). Cependant, certaines 
GTPases Rho sont retrouvées surexprimées ou suractivées dans un certain nombre de 
cancers (la revue de Karlsson et al., 2009 détaille l’expression et l’activation des GTPases 
Rho dans les tumeurs).  
 
I.3 La GTPase RhoB 
I.3.1 Présentation générale de RhoB 
Les séquences primaires des protéines RhoA, RhoB et RhoC sont identiques à 85% 
(Wheeler and Ridley, 2004). Les trois protéines présentent une très forte homologie de 
séquence dans la région N-terminale (Bishop and Hall, 2000). L’essentiel des différences 
entre les séquences des trois protéines se trouve dans la région C terminale, dite région 
hypervariable (figure 5). Cette région C terminale contient les sites de modifications post-
traductionnelles et détermine la localisation intracellulaire des protéines (Wheeler and 
Ridley, 2004).  
 
 
          
 
Figure 3 : Alignement des séquences primaires de RhoA, RhoB  et RhoC.  
Le domaine effecteur et les sites de prénylation et palmitoylation de RhoA, RhoB et RhoC 
sont soulignés. Les différences d’acides aminés de RhoB comparé à RhoA sont en vert. 
Les différences d’acides aminés de RhoC par rapport à RhoA sont en rouge.  
 
(D’après Ridley, 2013)  
 
Le gène rhoB est localisé sur le chromosome 2 (2p24), alors que les gènes rhoA et 
rhoC sont respectivement localisés sur le chromosome 3 (3p21.3) et sur le chromosome 1 
(1p13.1). Sans séquence intronique, rhoB est constitué d’un seul exon. Le site d’initiation 
de la transcription se situe à la position -376 et la région promotrice minimale se situe 
entre -507 et -376 (Nakamura et al., 1996). La région promotrice de rhoB contient des 
séquences régulatrices comme les boîtes TATA, CAAT et Sp1 (Fritz and Kaina, 1997). 
De plus, rhoB présente dans sa région promotrice une séquence VNTR (Variable Number 
of Tandem Repeat) de 34 pb entre la position -1124 et -821. La présence de cette 
séquence VNTR a été décrite comme diminuant l’activité transcriptionnelle de rhoB, ce 
qui lui confère un rôle potentiel dans la régulation de l’expression de RhoB (Tovar et al., 
2003).  
 	
De plus, RhoB présente certaines caractéristiques biochimiques et biologiques qui 
la distinguent de ses homologues RhoA et RhoC. L’ARNm et la protéine de RhoB ont un 
turn-over rapide (demie-vie de 20 minutes et 120 minutes, respectivement) alors que les 
autres GTPases ont une demie-vie de l’ordre de 24 heures (Campbell et al., 1998 ; Zohn et 
al., 1998). L’expression de RhoB augmente à la transition G1/S du cycle cellulaire pour 
atteindre un maximum en phase S et diminuer à la transition S/G2 (Zalcman et al., 1995). 
Aussi, bien que son expression soit ubiquitaire, l’expression basale constitutive de RhoB 
est régulée selon le type de cellule et de tissu (Fritz et al., 1999).  
L’expression de la protéine RhoB est rapidement induite par des facteurs de 
croissance tels que l’EGF, le PDGF, et le TGF-β (de Cremoux et al., 1994 ; Jahner and 
Hunter, 1991 ; Nakamura et al., 1996 ; Zalcman et al., 1995).  
 
I.3.2 Les différents mécanismes de régulation de la GTPase RhoB 
dans les conditions physiologiques 
 
Les différents mécanismes de régulation de la GTPase RhoB qui permettent un 
contrôle spatio-temporel précis nécessaire à son activité et à ses fonctions vont être 
détaillés.  
I.3.2.1 Régulation transcriptionnelle de l’expression de RhoB 
Des travaux suggèrent que l’activité transcriptionnelle de rhoB est régulée par des 
mécanismes épigénétiques (Wang et al., 2003 ; Mazieres et al., 2007 ; Sato et al., 2007). 
L’expression du gène rhoB est réprimée par l’histone déacétylase 1 (HDAC1) dans des 
lignées cellulaires cancéreuses du poumon (Sato et al., 2007; Wang et al., 2003). Aussi, 
une étude du laboratoire montre que le traitement de cellules cancéreuses pulmonaires par 
de la Trichostatin A (TSA), un inhibiteur de HDAC entraîne une augmentation de 
l’activité du promoteur de rhoB ainsi qu’une surexpression de la protéine RhoB. Cet effet 
n’est pas observé après un traitement des cellules par la 5-Azacytidine, un inhibiteur de 
méthyltransférase (Mazieres et al., 2007). Ceci suggère que la régulation de l’expression 
de rhoB se fait probablement via des mécanismes d’acétylation d’histones. 
L’augmentation de l’activité du promoteur de rhoB induite par le TSA n’est pas observée 
après délétion d’une région en 5’ du promoteur qui contient des séquences VNTR, 
 

suggèrant que l’activité transcriptionnelle de rhoB puisse être régulée par ces séquences 
VNTR (Mazieres et al., 2007).   
I.3.2.2 Régulation post-transcriptionnelle de l’expression de RhoB  
 Les miRNAs sont de courts ARNs, non codants, qui contrôlent l’expression des 
gènes post-transcriptionnellement (Bartel, 2004). Dans la majorité des cas étudiés à ce 
jour, les miRNAs s’apparient à un ou plusieurs ARNm sur leur partie 3’ non traduite 
(3’UTR) entraînant leur dégradation ou l’inhibition de leur traduction (Bartel, 2004). De 
nombreux miRNAs ont été impliqués dans la régulation de l’expression des GTPases Rho, 
jouant ainsi sur leurs fonctions (Liu et al., 2012). La partie 3’UTR de l’ARNm de RhoB 
possède plusieurs sites spécifiques de fixation pour différents miRNAs : miRNA-223 (Sun 
et al., 2010), miRNA-19 (Glorian et al., 2011), miRNA-21 (Connolly et al., 2010 ; Liu et 
al., 2011). Le miRNA-21, un miRNA surexprimé dans de nombreux cancers, notamment 
dans les cancers du sein et les glioblastomes (Asangani et al., 2008), favorise la 
prolifération cellulaire, la migration, l’invasion, les métastases et la survie cellulaire, au 
moins en partie en inhibant l’expression de RhoB (Liu et al., 2011).   
I.3.2.3 Régulation post-traductionnelle de l’expression de RhoB  
Les GTPases Rho subissent des modifications lipidiques en C-terminal qui sont 
requises à leurs localisations subcellulaires (figure 3), et par conséquent à leurs 
interactions avec leurs effecteurs spécifiques (Mitin et al., 2012). Ces modifications 
lipidiques post-traductionnelles consistent au greffage covalent d’un lipide isoprénique sur 
la cystéine 193 du motif CAAX (C-cystéine, A- acide aminé aliphatique et X- acide aminé 
terminal qui dicte la spécificité prényltransférase). Si X est une méthionine ou une sérine, 
la farnésyl transférase transfert un farnésyl. Si X est une leucine ou une isoleucine, la 
géranylgéranyl transférase I transfert un groupe géranylgéranylé. La liaison entre la 
cystéine et le lipide est catalysée par la FTase (Farnésyl Transférase) pour la fixation d’un 
groupement farnésyl ou par la GGTase I (Géranylgéranyl Transférase) pour la fixation 
d’un groupement géranylgéranyl (Reid et al., 2004). Ensuite, le peptide AAX est clivé par 
l’endoprotéase Rce1 (Ras-converting enzyme 1), puis la carboxyméthylation de la 
cystéine par l’enzyme Icmt (isoprenylcysteine-O-carboxyl methyltransferase) catalyse 
l’addition d’un groupement méthyl au résidu cystéine prénylé. 
 
RhoB peut être prénylée avec un groupement farnésyl de 15 carbones ou avec un 
groupement géranylgéranyl de 20 carbones (Baron et al., 2000). Cette différence a un 
impact sur la localisation subcellulaire de RhoB, qui est majoritairement à la membrane 
plasmique, aux endosomes tardifs et aux lysosomes. RhoA et RhoC sont uniquement 
géranylgéranylées et sont retrouvées dans le cytoplasme ou à la membrane plasmique 
(Adamson et al., 1992 ; Michaelson et al., 2001). 
RhoB peut être également palmitoylée (addition réversible d’un acide palmitique 
par thioestérification sur un résidu cystéine) sur deux résidus cystéines (Cys 189 et Cys 
192), en amont de la cystéine 193 (le site de prénylation) (Adamson et al., 1992). La 
mutation de la cystéine 193 en sérine (C193S) prévient la palmitoylation de RhoB, 
suggérant que la prénylation de la cystéine 193 est requise pour la palmitoylation des 
cystéines 189 et 192 (Perez-Sala et al., 2009 ; Wang and Sebti, 2005). La mutation de la 
cystéine 192 en sérine (C192S) prévient la localisation de RhoB aux endosomes, alors que 
la mutation de la cystéine 189 n’a pas d’effet sur sa localisation (Adamson et al., 1992). La 
palmitoylation est une modification post-traductionnelle nécessaire pour les activités anti-
tumorales et pro-apoptotiques de RhoB (Wang and Sebti, 2005).    
 
 
 
 
 
                                       
               
Figure 4 : Prénylation des GTPases Rho à leur extrémité C-terminale. 
a-Addition d’un groupement farnésyl à quinze carbones par la FTase en utilisant le 
farnésyl pyrophosphate (FPP) comme donneur ou d’un groupement géranylgéranyl à 
vingt carbones par la GGTaseI en utilisant le géranylgéranyl pyrophosphate (GGPP) 
comme donneur.  
b-Digestion endoprotéolytique des trois derniers acides aminés par l’endopeptidase RceI  
c-Méthylation de la cystéine modifiée par la isoprenylcysteine-O-carboxyl 
methyltransferase (ICMT)  
  
(D’après Walker and Olson, 2005)   
 
I.3.2.4 Régulation de l’activation de RhoB 
Comme la grande majorité des Rho GTPases, RhoB cycle entre deux états 
conformationnels interconvertibles : un état actif lié au GTP et un état inactif lié au GDP. 
Le passage de l’un à l’autre est finement régulé par trois familles de protéines : les GEFs 
(Guanine nucleotide Exchange Factor), les GAPs (GTPase Activating Proteins) et les 
GDIs (Guanine nucleotide Dissociation Inhibitors). Les GEFs stimulent l’échange du 
GDP par du GTP pour générer la forme activée qui sera capable d’interagir avec ses 
 
effecteurs. Les GAPs accélèrent l’activité GTPasique intrinsèque des protéines Rho afin 
de les inactiver. Quant aux GDIs, elles ont un rôle de séquestration cytoplasmique des 
protéines Rho liées au GDP (Wennerberg and Der, 2004). Ces régulateurs sont eux-mêmes 
soumis à une régulation trés sophistiquée décrite dans une revue récente (Cherfils and 
Zeghouf, 2013). 
 
       
 
Figure 5 : Le cycle d’activation des GTPases Rho. 
Les Rho-GDIs (Rho-GDP Dissociation Inhibitors) séquestrent la forme inactive Rho-GDP 
dans le cytoplasme. Une fois libérées des Rho-GDIs, les Rho-GTPases sont ciblées à la 
membrane plasmique où leur cycle d’activation est régulé par les GEFs (Guanine 
nucleotide Exchange Factor) qui permettent le chargement en GTP et l’activation des 
Rho-GTPases. L’inactivation des Rho-GTPases se fait via les GAPs (GTPase Activating 
Proteins) qui permettent l’hydrolyse du GTP en GDP.  
(D’après Huveneers and Danen, 2009) 
 
La plupart des régulateurs du cycle d’activation (GEF, GAP et GDI) n’ont été 
analysés que sur les GTPases Rho les plus étudiées, à savoir RhoA, Rac1 et Cdc42. Les 
spécificités particulières à l’intérieur d’une sous-famille, notamment au sein de la sous-
 
famille Rho, restent encore mal connues. Des expériences de surexpression de la GEF 
XPLN dans les cellules Hela et NIH-3T3 montrent que XPLN active RhoB et aussi RhoA 
mais pas RhoC (Arthur et al, 2002). En accord avec son rôle d’activation, l’expression 
transitoire de XPLN dans des cellules NIH3T3 stimule la formation de fibres de stress et 
de points focaux d’adhésion (Arthur, 2002). Aussi, RhoB est activée par la GEF-H1 dans 
des cellules dendritiques (Kamon et al, 2006) et par les GEFs nucléaires Ect2 et Net1 en 
réponse à des radiations ionisantes (Srougi and Burridge, 2011). Aucune GAP et GDI 
spécifique de RhoB n’ont été identifiés à ce jour.  
  
I.3.3 Fonctions biologiques de RhoB 
 Je vais vous présenter les principales fonctions biologiques décrites pour RhoB. 
I.3.3.1 RhoB et cytosquelette d’actine 
Comme son homologue RhoA, la protéine RhoB est impliquée dans la formation 
des fibres de stress d’actine. L’expression exogène d’un mutant constitutivement actif de 
RhoB augmente la formation de fibres de stress d’actine et de points focaux d’adhésion 
dans des cellules NIH-3T3 (Allal et al., 2002). RhoB est nécessaire au réarrangement du 
cytosquelette d’actine induit par le TGF-β1 (transforming growth factor-β1) dans les 
cellules Swiss-3T3 (Vardouli et al., 2005). Dans les cellules PC12, l’inhibition de RhoB 
par ARNi, prévient l’organisation du cytosquelette d’actine induite par le LPA 
(lysophosphatidic acid) (Ishida et al., 2004). Si la prénylation de RhoB est essentielle à sa 
fonction sur le cytosquelette d’actine (Lebowitz et al., 1997), cette fonction ne semble pas 
dépendre de la nature du prényl. En effet, un mutant de RhoB exclusivement farnésylable 
et un mutant RhoB exclusivement géranylgéranylable présentent la même capacité à 
induire des fibres de stress et des points focaux d’adhésion dans les cellules NIH-3T3 
(Allal et al., 2002). 
I.3.3.2 RhoB, adhérence et migration cellulaire 
Le rôle de RhoB dans l’adhérence et la migration cellulaire est sujet à controverse. 
L’expression ectopique de RhoB inhibe la migration de cellules NIH-3T3 et l’invasion de 
cellules PANC-1 (Jiang et al., 2004) et diminue les métastases pulmonaires de mélanomes 
 
chez la souris (Jiang et al., 2004). En accord avec ses observations, des études du 
laboratoire montrent que l’inhibition de l’expression de RhoB par siRNA et shRNA 
augmente la migration et l’invasion de cellules bronchiques humaines BEAS-2B via la 
voie de signalisation PI3K/AKT (Bousquet et al., 2009). La même étude montre chez la 
souris une augmentation significative du potentiel métastatique de cellules BKR 
transduites par shRNA RhoB (Bousquet et al., 2009). Cependant, des études in vitro 
indiquent que RhoB pourrait au contraire favoriser la migration cellulaire. En effet, des 
MEFs RhoB-/-  présentent une motilité réduite sur support fibronectine par rapport à des 
MEFs RhoB+/+ (Liu et al., 2001b) et RhoB favorise la motilité de cellules cancéreuses 
prostatiques DU145 via GSK-3 (glycogen synthase kinase 3) (Yoneda et al., 2010).  
I.3.3.3 RhoB et trafic intracellulaire 
La localisation de la protéine RhoB dans les endosomes précoces et tardifs 
(Adamson et al., 1992 ; Robertson et al., 1995) a suggéré une implication potentielle de 
RhoB dans le trafic endocytaire. RhoB est impliquée dans la régulation du trafic 
intracellulaire du récepteur à l’EGF (EGFR) (Mellor et al., 1998 ; Gampel et al., 1999). La 
surexpression de RhoB dans des cellules HeLa retarde le transport de l’EGFR du 
compartiment endosomal précoce vers le compartiment endosomal tardif (Gampel et al., 
1999). La régulation du trafic intracellulaire de l’EGFR par RhoB se fait via la kinase 
PRK1 ((Protein Kinase C)-Related Kinase 1). En effet, la surexpression d’un mutant 
RhoB incapable de se lier à la kinase PRK1 n’a pas d’effet sur le trafic de l’EGFR 
(Gampel et al., 1999).  
Une autre étude montre que la surexpression de la forme active de RhoB induit une 
rétention des endosomes sur les fibres d’actine et empêche leur transfert aux microtubules, 
ce qui inhibe la fusion et le transport des cargos endosomaux aux lysosomes (Fernandez-
Borja et al., 2005). RhoB permet le trafic des endosomes le long des fibres d’actine par 
l’intermédiaire de l’effecteur Dia1 (Fernandez-Borja et al., 2005). La protéine formine 
Dia1 agit en aval de RhoB pour permettre la polymérisation de l’actine sur les endosomes. 
De ces études découle une hypothèse selon laquelle Dia1 et PRK1 coopérent dans la 
régulation du trafic endosomal en aval de RhoB, avec Dia1 à travers la polymérisation de 
l’actine sur les endosomes et PRK1 à travers la phosphorylation de cibles inconnues.  
 
En ayant un rôle dans la localisation nucléaire des protéines Akt et GSK-3 
(Glycogène Synthase Kinase 3) (Adini et al., 2003 ; Huang et al., 2006), RhoB est 
impliquée dans la fonction de ces protéines. L’inhibition de RhoB prévient la localisation 
d’Akt au noyau dans des cellules endothéliales primaires de rétine, défavorisant ainsi leur 
survie (Adini et al., 2003). Aussi, RhoB contrôle le turnover de l’oncogène c-Myc en 
contribuant à la localisation nucléaire de la kinase GSK-3, qui permet la dégradation 
protéique de c-Myc (Huang et al., 2006). 
 
I.3.3.4 RhoB et les facteurs de transcription 
RhoB est impliquée dans la régulation de nombreux facteurs de transcription. Une 
stratégie de double-hybride a mis en évidence l’interaction de RhoB avec le facteur de 
transcription DB1 (Lebowitz and Prendergast, 1998), un facteur de transcription 
ubiquitaire impliqué notamment dans l’activation du promoteur de l’interleukine-3 
(Koyano-Nakagawa et al., 1994). RhoB inhibe l’activation de la transcription de 
l’interleukine-3  induite par DB1, vraisemblablement via la séquestration du facteur de 
transcription (Lebowitz and Prendergast, 1998). De plus, RhoB réprime la transcription du 
récepteur au TGF-β de type II en empêchant la liaison du facteur de transcription AP-1 sur 
le promoteur (Adnane et al., 2002b). En régulant AP-1, il est envisageable que RhoB soit 
impliquée dans la régulation d’autres gènes. La protéine RhoB est aussi impliquée dans la 
régulation du facteur de transcription NFkB, responsable de la transcription de nombreux 
gènes contrôlant l’apoptose. RhoB inhibe l’activation de NFkB induite par l’agent 
alkylant MMS (methyl methanesulfonate), notamment en empêchant la translocation de 
NFkB dans le noyau (Fritz and Kaina, 2001a). RhoB augmente la transcription de NOS-2 
(nitric oxyde synthase 2) induite par des cytokines (Delarue et al., 2001) et NOS-2 est 
décrite dans l’inhibition de l’invasion et de la formation de métastases in vitro et in vivo. 
Ainsi, en régulant de nombreux facteurs de transcription, RhoB est impliquée dans la 
régulation transcriptionnelle de plusieurs gènes.  
 
 
 
 
I.3.4 RhoB en réponse aux dommages à l’ADN 
 rhoB est un gène de réponse précoce à divers agents endommageants l’ADN tels que 
les rayonnements ultraviolets (UV) de types B et C (Westmark et al., 2005 ; Fritz and 
Kaina, 1997 ; Canguilhem et al., 2005 ; Fritz et al., 1995), le cisplatine et l’agent alkylant 
MNU (N-Methyl-N-nitrosurea) (Fritz et al., 1995). La protéine RhoB est activée en 
réponse aux radiations ionisantes (Monferran et al., 2008) et aux UVB (Canguilhem et al., 
2005). Une étude montre la surexpression de RhoB dans des cellules MCF-7 après 6h de 
traitement aux inhibiteurs de farnésyltransférase (FTIs) FTI-276 et L-744832, qui 
engendrent des cassures double-brin via la formation de ROS (reactive oxygen species) 
(Pan and Qian, 2005). En plus de RhoB, les GTPases RhoC et RhoE sont induites en 
réponse à certains génotoxiques mais à des temps relativement longs de traitement. Le 
taux d’ARNm de RhoC est augmenté après 24 heures de traitement au cisplatine (Croft et 
al., 2011) et l’expression protéique de RhoE est augmentée après 16 heures de traitement 
aux UVB (Boswell et al., 2007).  
 Les quelques données sur les mécanismes d’induction de RhoB et sa fonction en 
réponse aux dommages à l’ADN ont été décrites en réponse aux rayonnements UV et aux 
radiations ionisantes. 
 
RhoB en réponse aux rayonnements ultraviolets (UV) 
La régulation de RhoB sous UV se fait via des mécanismes transcriptionnels, post-
transcriptionnels et post-traductionnels. 
Le promoteur du gène rhoB ne présente pas de séquences consensus pour les 
facteurs de transcription AP-1, c-Jun, ATF-2, Elk-1 et CHOP (gadd153), connus pour être 
activés sous UV (Fritz and Kaina, 1997). Cependant, l’activation transcriptionnelle de 
rhoB est augmentée sous UV via le co-recrutement du facteur NF-YA et du facteur de 
transcription ATF-2 sur une séquence CCAAT présente sur le promoteur du gène rhoB 
(Fritz and Kaina, 2001b).  
Le taux d’ARNm de RhoB est augmenté en réponse aux UVs (Fritz et al., 1995 ; 
Fritz and Kaina, 1997 ; Canguilhem et al., 2005 ; Westmark et al., 2005) via notamment 
l’augmentation de la  stabilité de l’ARNm de RhoB par la protéine de liaison aux ARNm, 
HuR (Westmark et al., 2005) (cf § II.4.1.2.1 : La protéine HuR).  
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Des travaux du laboratoire montrent que la régulation de RhoB après exposition 
aux UVs nécessite deux étapes : une activation précoce de RhoB (RhoB-GTP) 
indépendante de l’EGFR, suivie d’une induction de l’expression de RhoB dépendante de 
l’EGFR (Canguilhem et al., 2005). Aussi, il a été mis en évidence une régulation 
traductionnelle de RhoB sous UV via l’action interdépendante du microARN miR-19 et 
de la protéine de liaison aux ARN, HuR (Glorian et al., 2011). Les auteurs montrent une 
levée de la répression traductionnelle de l’ARNm de rhoB sous UV via la dissociation de 
HuR et du miRNA-19 de l’ARNm de rhoB.  
La surexpression de la protéine RhoB sous UV permet de protèger les cellules de 
kératinocytes humains immortalisées (HaCat) de l’apoptose induite par les UV via 
l’EGFR et la voie de signalisation Akt/GSK-3β (Canguilhem et al., 2005).   
 
RhoB en réponse aux radiations ionisantes 
La protéine RhoB joue un rôle dans la sensibilité des cellules aux radiations 
ionisantes et ce rôle pourrait dépendre du type cellulaire. L’équipe du Pr Prendergast 
suggère l’implication de RhoB dans la sensibilité aux radiations ionisantes dans des 
fibroblastes embryonnaires murins co-transformés par l’adénovirus E1A et par l’oncogène 
H-Ras (cellules appelées ER). Les cellules ER rhoB-/- sont plus résistantes que les cellules 
ER rhoB+/- à l’apoptose induite par les radiations ionisantes. De plus, la réexpression de la 
protéine RhoB dans les cellules rhoB-/- restaure leur sensibilité aux radiations ionisantes 
(Liu et al., 2001a). En accord avec ces résultats, la surexpression de RhoB en réponse aux 
radiations ionisantes, dépendante de c-jun, participe à l’apoptose induite par les 
rayonnements ionisants dans des cellules Jurkat (Kim et al., 2010a). Cependant, d’autres 
études réalisées au laboratoire impliquent RhoB dans la radiorésistance de cellules NIH-
3T3 (Milia et al., 2005), de glioblastomes humain (U87) (Delmas et al., 2002) et de cellules 
HeLa (Ader et al., 2002). La surexpression de RhoB dans des lignées radiosensibles induit 
une augmentation de la survie après traitement par des radiations ionisantes. Cet effet 
implique la forme farnésylée de RhoB et serait dû à une diminution de la mort post-
mitotique via à une prolongation de l’arrêt en G2/M (Milia et al., 2005). Dans un modèle 
de glioblastome humain radiorésistant (U87), l’inhibition de RhoB induit une 
radiosensibilisation in vitro et in vivo en régulant à la fois des mécanismes de survie 
cellulaire et aussi le micro-environnement tumoral (Ader et al., 2003). 
 	
I.3.5 RhoB et oncogenèse  
Le rôle de RhoB dans l’oncogenèse s’est révélé avec l’étude des inhibiteurs de 
farnésyltransférase (FTIs). Les FTIs inhibent la transformation cellulaire et la croissance 
tumorale dans de nombreux modèles murins et humains (Lebowitz et al., 1997 ; Du and 
Prendergast, 1999 ; Liu and Prendergast, 2000 ; Zeng et al., 2003). La diminution de la 
forme farnésylée de RhoB (RhoB-F) associée à une augmentation de la forme 
géranylgéranylée (RhoB-GG) serait à l’origine de l’effet anti-transformant des FTIs (Du 
and Prendergast, 1999). Ces résultats ont suggéré des rôles cellulaires antagonistes des  
deux formes de RhoB (Walker and Olson, 2005) : RhoB-F induirait la transformation 
cellulaire alors que RhoB-GG l’inhiberait (Du and Prendergast, 1999). Des travaux du 
laboratoire ont analysé la transformation de cellules NIH-3T3 induite par l’oncogène H-
Ras après l’expression de mutants de RhoB dont le motif CAAX de prénylation ne peut 
qu’être soit farnésylé, soit géranylgéranylé. L’expression d’un mutant RhoB farnésylé 
potentialise la transformation cellulaire des cellules NIH-3T3 alors que l’expression d’un 
mutant RhoB géranylgéranylé l’inhibe (Mazieres et al., 2005). Néanmoins, l’importance 
de la forme géranylgéranylée de RhoB sur la transformation cellulaire reste à éclaircir. En 
effet, l’expression constitutive des formes aussi bien farnésylées que géranylgéranylées de 
RhoB dans différentes lignées tumorales humaines (adénocarcinome pancréatique, 
adénocarcinome pulmonaire, ostéosarcome...) inhibe la prolifération cellulaire et la 
capacité d’induire des tumeurs chez la souris (Chen et al, 2000 ; Mazieres et al, 2004). 
 Les résultats issus de souris knock-out (KO) pour RhoB supportent un rôle 
suppresseur de tumeurs de RhoB. Bien que les souris déficientes en RhoB se développent 
normalement, elles ont une susceptibilité accrue à former des tumeurs de peaux induites 
chimiquement par le carcinogène DMBA (7,12-dimethylbenzanthracene) (Liu et al., 
2001b). De plus, des études montrent que RhoB inhibe la croissance des tumeurs et la 
formation de métastases chez la souris (Chen et al., 2000 ; Jiang et al., 2004 ; Couderc et al., 
2008). Aussi, de nombreux oncogènes tels que H-Ras, N-Ras, K-Ras, EGFR et ErbB2 
suppriment l’activité transcriptionnelle de rhoB dans les cellules NIH-3T3 et plusieurs 
lignées cancéreuses humaines (A-549, Panc-1, C33A) (Jiang et al., 2004).  
Aucune altération du gène rhoB n’a été mise en évidence dans les différentes 
tumeurs humaines analysées (Adnane et al., 2002a ; Fritz et al., 2002 ;  Sato et al., 2007). 
 
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L’équipe de Sato rapporte tout de même une perte d’hétérozygotie sur le locus de rhoB 
dans 25 sur 62 tumeurs examinées, mais la corrélation entre la perte d’hétérozygotie et la 
diminution de l’expression de RhoB dans ces tumeurs n’a pas été analysée (Sato et al, 
2006). Toutefois, de nombreuses études soulignent une sous-expression de RhoB dans un 
certain nombre de cancers, notamment dans les cancers pulmonaires où cette perte 
d’expression est proportionnelle au stade d’avancement de la maladie (Mazieres et al., 
2004 ; Sato et al., 2007), mais aussi dans les cancers de la sphère ORL (Adnane et al., 
2002b), les glioblastomes (Forget et al., 2002) et les cancers gastriques (Zhou et al., 2011). 
Néanmoins, des résultats sur l’expression de RhoB dans les cancers mammaires divergent. 
Une étude rapporte que l’expression de RhoB est augmentée et corrélée avec la 
progression de la maladie (Fritz et al., 2002), alors qu’une étude récente du laboratoire 
montre que l’expression de RhoB est inversement corrélée avec le grade et la taille de la 
tumeur dans les cancers mammaires (Medale-Giamarchi et al., 2013).  
 
Les mécanismes responsables de la diminution de l’expression de RhoB dans les 
tumeurs restent à éclaircir. Néanmoins, il apparaît que son expression serait réprimée, au 
niveau transcriptionnel, par l’histone déacétylase 1 (HDAC 1) dans des lignées tumorales 
pulmonaires humaines (Wang et al., 2003). De plus, il n’est pas exclu que la diminution de 
l’expression de RhoB observée dans les tumeurs, soit la conséquence de régulations post-
transcriptionnelles. En effet, les miARN-21 et miARN-223 s’hybrident sur la région 3’ 
non traduite de RhoB, inhibant ainsi sa traduction et donc son expression (Connolly et al., 
2010 ; Sun et al., 2010).  
 
 
 
 
 
 
Chapitre II : La cassure double-brin 
 
II.1 Les différents types de dommages à l’ADN 
 
L’ADN, support de notre information génétique, est constamment soumis à des 
stress  endogènes et exogènes susceptibles de l’endommager (figure 6).  
 
  
Figure 6 : Les différents types de dommages à l’ADN. 
 Exemples de lésions de l’ADN induits par des agents endogènes (métabolisme 
cellulaire...) ou exogènes (radiations ionisantes, rayons UV...). 
(6-4) PP : 6-4 photoproducts ; CPD : cyclobutane pyrimidine dimer. 
 
(Adapté de Hoeijmakers, 2001) 
 
La cassure double brin (DSB) est considérée comme étant le type de lésion de 
l’ADN le plus cytotoxique. Les DSBs peuvent résulter de sources endogènes 
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
(recombinaison V(D)J, méiose, métabolisme cellulaire) mais aussi de sources exogènes 
(radiations ionisantes, inhibireurs de topoisomérases, radiomimétiques). Non ou mal 
réparées, les DSBs peuvent générer des translocations chromosomiques et une instabilité 
génomique avec les conséquences potentielles qui en découlent (initiation et/ou 
progression tumorale, malformations congénitales) (Jackson and Bartek, 2009). 
 
Table 1 : Fréquences estimées du nombre de lésions de l’ADN physiologiques dans 
les cellules de mammifères.  
TYPE DE DOMMAGE NOMBRE D’EVENEMENTS  
PAR CELLULE ET PAR 
JOUR  
REFERENCES 
Lésions oxidatives de l’ADN 
Dépurinations hydrolytiques 
Déamination de la cytosine en uracile 
Méthylation-O6guanine 
Oxydation -8 guanine 
Méthylation-3 guanine 
Hydroxyméthyluraciles 
Glycols thymine et thymidine 
Cassures simple-brin 
Cassures double-brin 
Crosslinks interbrin 
Crosslinks ADN-protéine  
 
150000 
2000-10000 
100-500 
3100 
100-500 
600 
600 
300 
5000 
10-50 
10 
non connu 
(Barnes and Lindahl, 
2004) ; (Beckman and 
Ames, 1997) ; (Lindahl, 
1993) ; (Vilenchik and 
Knudson, 2003). 
 
Tableau tiré du livre « DNA Topoisomerases and cancer » Yves Pommier, édition 
Humana Press 
 
Suite à la présence de dommages à l’ADN, une réponse cellulaire est mise en place 
(encore appelée DDR pour DNA damage response). Dans un premier temps, un arrêt du 
cycle cellulaire est mis en place pour permettre de réparer les lésions. Si la cellule n’est 
pas capable de réparer correctement le dommage, elle met en place des mécanismes de 
mort cellulaire (apoptose, sénescence), empêchant ainsi la multiplication d’une cellule 
potentiellement dangereuse pour l’organisme (Stracker et al., 2013). 
 
 
 
 
 
II.2 La détection du dommage et l’activation d’une réponse 
cellulaire 
 
Les kinases ATM (Ataxia-telangiectasia mutated), ATR (ATM and Rad3-related) 
et DNA-PKcs (DNA-dependent protein kinase catalytic subunit) sont des protéines de 
haut poids moléculaire (plus de 300 kDa) de la famille des kinases PIKKs 
(phosphatidylinositol-3 kinase-like protein kinases) qui initient la réponse aux dommages 
à l’ADN (Woods and Turchi, 2013).  
 
II.2.1 Activation d’ATM en réponse aux dommages à l’ADN  
 
Les DSBs sont reconnus par le complexe MRN (Mre11-Rad50-Nbs1). La liaison 
du complexe MRN aux extrémités d’ADN au site de la DSB entraîne une activation 
rapide de la kinase ATM (Stracker and Petrini, 2011). ATM est la principale kinase activée 
en réponse aux DSBs (Shiloh, 2006 ; Shiloh and Ziv, 2013). Des mutations homozygotes 
du gène ATM sont responsables du syndrome d’ataxie télangiectasie (AT). Ce syndrome 
se manifeste par une ataxie cérébelleuse de pronostic sévère et précoce, des télangiectasies 
oculo-cutanées, une immunodéficience majeure, des remaniements chromosomiques 
spontanés et une prédisposition à de nombreux cancers (essentiellement leucémies et 
lymphomes). Les cellules de patients A-T présentent une instabilité chromosomique ainsi 
qu’une sensibilité accrue aux agents qui induisent des DSBs (Kuhne et al., 2004). 
En absence de dommage, ATM est présent sous forme de dimères ou multimères 
inactifs (Bakkenist and Kastan, 2003). Après reconnaissance de la DSB par le complexe 
MRN, ATM subit des autophosphorylations sur au moins quatre sites (S367, S1893, 
S1981, S2996), ce qui favorise sa monomérisation et son activité kinase (Bakkenist and 
Kastan, 2003 ; Kozlov et al., 2006). 
Des études révèlent que les phosphatases PP2A, PP5 et Wip1 régulent l’activité 
d’ATM. L’utilisation de l’acide okadaique à des concentrations qui inhibent 
spécifiquement l’activité de PP2A in vitro, induit une autophosphorylation d’ATM en 
Ser1981. A l’état de base, ATM co-immunoprécipite avec la phosphatase PP2A, et cette 
interaction est abolie en réponse à des radiations ionisantes, ce qui permettrait 
l’autophosphorylation d’ATM (Goodarzi et al., 2004). PP5 co-immunoprécipite avec 
ATM, mais contrairement à PP2A, cette interaction augmente après l’exposition des 
 
cellules aux radiations ionisantes. Aussi, la déplétion de PP5 par siRNA entraîne un défaut 
d’activation d’ATM (Ali et al., 2004). ATM est acétylée par le complexe Tip60 après 
dommages à l’ADN et la déplétion de Tip60 par siRNA entraîne un défaut 
d’autophosphorylation d’ATM, suggérant que l’activité de Tip60 est requise pour 
l’activité d’ATM (Sun et al., 2005). De même, une autre étude montre que hMOF, une 
HAT responsable de l’acétylation de l’histone H4, interagit avec ATM et que 
l’autophosphorylation d’ATM serait dépendante de l’activité acétylase de hMOF (Gupta et 
al., 2005).  
 
 II.2.2 Activation d’ATR en réponse aux dommages à l’ADN  
 
La kinase ATR répond principalement au stress réplicatif engendré par un blocage 
de la progression de la fourche de réplication par (1) la présence de dommages à l’ADN, 
(2) un manque de déoxynucléotides ou encore (3) une difficulté à répliquer des séquences 
d’ADN (Nam and Cortez, 2011). Un défaut de résolution de ces fourches de réplication 
bloquées entraîne la formation d’intermédiaires de réplication sous forme d’ADN simple 
brin mais aussi la formation de DSBs (Nam and Cortez, 2011). 
Des mutations de perte de fonction homozygotes d’ATR ne sont pas compatibles 
avec la viabilité cellulaire chez les mammifères (de Klein et al., 2000). Cependant, des 
mutations hypomorphiques d’ATR qui causent une réduction de la fonction d’ATR sont 
trouvées chez des patients atteints du syndrome de Seckel, caractérisé par une 
microcéphalie ainsi qu’un retard de croissance (O'Driscoll et al., 2003 ; Rass et al., 2007). 
ATR est activée par l’ADN simple brin produit principalement au niveau de 
fourches de réplication bloquées, mais aussi lors de la résection des DSBs lors de la 
réparation par recombinaison homologue (Cimprich and Cortez, 2008). En conséquence, 
l’activation d’ATR est restreinte aux phases S et G2 du cycle cellulaire, la recombinaison 
homologue étant absente en G1 (Cuadrado et al., 2006 ; Jazayeri et al., 2006) (voir 
paragraphe réparation des cassures double-brin).  
La figure 7 propose un modèle résumant les étapes de l’activation d’ATR. L’ADN 
simple brin (ssDNA) est rapidement recouvert de protéines RPA (Replication Protein A). 
Par la suite, ATR est recrutée au site de la lésion via son partenaire ATRIP (ATR-
interacting protein). En parallèle, le recrutement de l’hétérotrimère 9-1-1 (Rad9-Rad1-
 
Hus1) est essentiel pour recruter TopBP1 (topoisomerase-binding protein 1), qui favorise 
l’activation d’ATR. Une fois activée, ATR phosphoryle ces substrats (Nam and Cortez, 
2011). 
                                            
Figure 7 : Activation de la kinase ATR.  
La présence d’ADN simple brin est le signal commun qui initie une réponse dépendante 
d’ATR. Via le recrutement de plusieurs protéines, l’activation de la kinase ATR entraîne 
la phosphorylation de ces nombreux substrats dont Chk1 afin de réguler les réponses 
cellulaires aux dommages à l’ADN et au stress réplicatif.   
 
(D’après Nam and Cortez, 2011) 
 
Actuellement, La meilleure mesure de l’activation d’ATR est la mesure de la 
phosphorylation de son principal effecteur Chk1 sur les sérines 317 et 345 (Liu et al., 
2000 ; Zhao and Piwnica-Worms, 2001). Récemment, un site d’autophosphorylation 
d’ATR en Thr1989 a été caractérisé comme étant un marqueur potentiel d’activation 
d’ATR (Nam et al., 2011). 
 
 
II.2.3 Activation de DNA-PK en réponse aux dommages à l’ADN 
 
DNA-PK est une holoenzyme composée de la sous-unité catalytique DNA-PKcs et 
de l’hétérodimère Ku70-Ku80 (Pawelczak et al., 2011). La kinase DNA-PKcs est activée 
en réponse aux DSBs et joue un rôle majeur dans la réparation des DSBs. Des souris 
knock-out pour DNA-PKcs sont viables mais immunodéficientes et des cellules 
déficientes en DNA-PKcs sont radiosensibles et présentent des défauts de réparation des 
DSBs (Bogue et al, 1998). 
En réponse à une DSB, l’hétérodimère Ku70/Ku80 se lie aux deux extrémités de la 
DSB et recrute DNA-PKcs de part et d’autre de la cassure (Pawelczak et al., 2011). Les 
molécules de DNA-PKcs dimèrisent et interagissent à travers les terminaisons de l’ADN 
formant un complexe synaptique. DNA-PK subit alors une trans-autophosphorylation sur 
plus de 40 sites (Dobbs et al., 2008). L’activation de DNA-PKcs est considérablement 
affectée par la structure de l’ADN auquel se lie la kinase. De nombreuses études ont 
montré que les extrémités chevauchantes de l’ADN (en 5’ou en 3’) sont des activateurs 
plus robustes de DNA-PK que les extrémités franches de l’ADN (Jovanovic and Dynan, 
2006). 
 
Les kinases ATM et ATR transduisent le signal des dommages via les kinases 
effectrices Chk2 et Chk1 respectivement, qui maintiennent et amplifient la réponse aux 
dommages à l’ADN (Bartek and Lukas, 2003) (cf § II.4 : La transduction du signal 
cellulaire aux dommages par les checkpoints).  
 
II.3 Organisation de la réponse aux dommages aux sites des 
cassures  
 
Les kinases ATM, ATR et DNA-PK phosphorylent de nombreuses protéines de la 
réponse aux dommages à l’ADN aux sites des cassures comme par exemple l’histone 
H2AX (cf § II.3.1 : La phosphorylation de l’histone H2AX) et la protéine Chk2 (cf § 
II.4.1 La protéine Chk2).  
 
 
II.3.1 La phosphorylation de l’histone H2AX 
 
H2AX, un variant de l’histone H2A de 143 acides aminés, représente 2 à 25% des 
histones H2A chez les mammifères, en fonction de l’organisme et du type cellulaire 
(Rogakou et al., 1998 ; Redon et al., 2002). Comme les autres protéines d’histone, H2AX 
est composé d’un domaine globulaire central et d’extrémités N- et C-terminales qui 
possèdent des sites de modifications post-traductionnelles comme l’acétylation, la 
biotinylation, la phosphorylation, la méthylation et l’ubiquitination (Cheung et al., 2000 ; 
Chew et al., 2006 ; Goll and Bestor, 2002 ; Rogakou et al., 1998) (figure 8). 
                      
Figure 8 : L’histone H2AX et le foyer γ-H2AX.  
A- H2AX est une histone H2A avec une séquence « core » et un motif SQEY conservé à 
travers l’évolution connecté à un « linker » d’une séquence variable. Le motif conservé 
SQEY contient la sérine omega-4 qui est phosphorylée après formation d’une cassure 
double-brin de l’ADN B- L’unité de base de la chromatine est le nucléosome, constitué 
par l’enroulement de 147 paires de bases d’ADN autour d’un octamère d’histones (H2A, 
H2B, H3 et H4). Le motif SQEY s’étend du nucléosome près du point d’entrée-sortie de 
l’ADN. C- Les nucléosomes forment une fibre de 30 nm composée de protéines H2AX en 
moyenne tous les 5 nucléosomes chez les mammifères et dans chaque nucleosome chez la 
levure. Près de 10% des protéines H2AX sont phosphorylées à un moment donné dans un 
foyer γ-H2AX.  D- Analyse par microscopie à fluorescence des foyers nucléaires γ-H2AX 
 
(rouge) et 53BP1 (vert) dans des fibroblastes humains exposés à 1 Gy d’irradiation 
pendant 30 minutes. Colocalisation des foyers γH2AX et 53BP1 en jaune.   
  
(Adapté de Bonner et al., 2008 et Sedelnikova et al., 2004) 
 
Suite à l’induction d’une DSB, l’histone H2AX est rapidement phosphorylée en C-
terminal en sérine 139 chez l’humain (Fernandez-Capetillo et al., 2004 ; Rogakou et al., 
1998). La phosphorylation de H2AX en sérine 139 (nommée γ-H2AX) est catalysée par 
les membres de la famille des kinases PI3K tels que ATM (ataxia telangiectasia mutated), 
ATR (AT and Rad3-related protein), et DNA-PK (DNA-dependent protein kinase) 
(Fernandez-Capetillo et al., 2004 ; Stiff et al., 2004 ; Stiff et al., 2006). Le résidu tyrosine 
en C-terminal de H2AX (Y142) peut aussi être phosphorylé par WSTF (Cook et al., 
2009). La phosphorylation en Y142 est constitutive et ce résidu est déphosphorylé après 
dommages à l’ADN par les phosphatases EYA1 et EYA3, ce qui semble nécessaire à 
l’induction de γ-H2AX (Cook et al., 2009).  
La phosphorylation de H2AX peut se propager sur plusieurs mégabases de part et 
d’autre de la cassure, permettant une amplification de la cascade de signalisation en 
réponse aux dommages (figure 9) (Pilch et al., 2003 ; Rogakou et al., 1999 ; Iacovoni et 
al., 2010). Cette réponse amplifiée est facilement détectable en immunofluorescence en 
utilisant des anticorps dirigés contre γH2AX, sous forme de foyers nucléaires  (figure 8D) 
(Sedelnikova et al., 2003). Le nombre de foyer γ-H2AX formé par noyau reflète le 
nombre de DSBs (Rogakou et al., 1999 ; Rothkamm and Lobrich, 2003), suggérant que 
chaque foyer γH2AX correspond au moins à une DSB.  
 	
                          
 
Figure 9 : La formation de γ-H2AX entraine une cascade d’amplification de la 
signalisation des dommages à l’ADN.  
1- Induction d’une DSB. 2- L’ADN clivé est détecté par le complexe MRN, qui recrute 
ATM au site de la DSB. Le recrutement d’ATM par le complexe MRN entraîne  
l’autophosphorylation d’ATM en S1981. 3-ATM phosphoryle l’histone H2AX en sérine 
139, nommée γH2AX. 4- La phosphorylation de H2AX sert d’amarrage pour le 
recrutement du médiateur MDC1 sur la chromatine, entraînant une amplification de la 
cascade de signalisation. 5- Le signal de la réponse aux dommages à l’ADN est transmis 
aux kinases effectrices qui permettront l’activation des checkpoints, la réparation de la 
lésion ou la mort cellulaire. 
 (D’après Valdiglesias et al., 2013) 
 
γ-H2AX joue un rôle important dans le recrutement et l’accumulation des protéines 
aux sites des DSBs (Fernandez-Capetillo et al., 2003 ; Fillingham et al., 2006 ; Paull et al., 
2000). Ces protéines incluent 53BP1, BRCA1, RNF8, le complexe MRN 
(MRE11/RAD50/NBS1) qui colocalisent avec les foyers γ-H2AX. Des MEFs issus de 
souris déficientes en H2AX présentent une instabilité génomique et un défaut 
 
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d’accumulation des protéines de la réparation de l’ADN aux sites des cassures (Celeste et 
al., 2002).  
II.4 La transduction du signal cellulaire aux dommages par les 
checkpoints 
 
En réponse aux dommages, les kinases checkpoints Chk1 et Chk2 diffusent dans le 
noyau et phosphorylent un bon nombre de substrats en commun tels que p53, Cdc25A et 
Cdc25C, ce qui fait qu’elles ont des rôles redondants notamment dans l’arrêt du cycle 
cellulaire et la réparation de l’ADN (Bartek and Lukas, 2003). Cependant, des différences 
existent entre Chk1 et Chk2. Les souris knock out pour Chk2 sont viables alors que le 
knock out pour Chk1 est létal au stade embryonnaire (Liu et al., 2000, Takai et al., 
2000). Chk2 est activée principalement par ATM en réponse aux DSBs alors que Chk1 est 
principalement activée par ATR en réponse aux dommages réplicationnels (Smith et al., 
2010). Cependant, des « cross-talks » existent étant donné que ATM peut aussi 
phosphoryler Chk1 en réponse aux radiations ionisantes (Gatei et al., 2003 ; Sorensen et al., 
2003) et que ATR peut phosphoryler Chk2 (Matsuoka et al., 2000). Aussi, Chk2 est une 
protéine stable exprimée tout au long du cycle cellulaire alors que Chk1 est une protéine 
labile restreinte aux phases S et G2 (Lukas et al., 2001). De bonnes revues décrivent la 
kinase Chk1, la régulation de son activité ainsi que ses substrats (Smith et al., 2010 ; 
(Lopez-Contreras and Fernandez-Capetillo, 2010). Pour la compréhension de mon sujet et la 
clarté du manuscrit, je ne décrirai que la kinase Chk2.    
 
II.4.1 La protéine Checkpoint kinase 2 (Chk2) 
II.4.1.1 Activation de Chk2 en réponse aux dommages à l’ADN 
La protéine Chk2 de 543 acides aminés est composée de trois domaines 
fonctionnels distincts (figure 10) :  
 
- un domaine SCD (SQ/TQ cluster domain) en N-terminal   
- un domaine central FHA (forkhead associated domain) 
- et un domaine Ser/Thr kinase en C-terminal qui contient la boucle T d’activation 
 
En réponse aux DSBs, Chk2 est principalement activée par ATM. En effet, Chk2 
n’est pas activée dans les cellules A-T (ataxia telangiectasia) déficientes en ATM en 
réponse aux radiations ionisantes (Matsuoka et al., 1998). In vitro, ATM phosphoryle 
Chk2 en Thr68 dans le domaine SCD (SQ/TQ cluster domain) et la mutation en alanine 
(T68A) empêche l’activation de Chk2 par les radiations ionisantes in vivo (Ahn et al., 
2000 ; Matsuoka et al., 2000). La kinase ATR phosphoryle Chk2 en Thr68 notamment en 
réponse aux radiations ultraviolettes et à l’hydroxyurée (Matsuoka et al., 2000). DNA-
PKcs peut aussi phosphoryler Chk2 (Li and Stern, 2005 ; McSherry and Mueller, 2004).  
Dans les conditions physiologiques, Chk2 est présent sous forme de monomères 
inactifs. En réponse aux DSBs, la phosphorylation de Chk2 en Thr68 (Matsuoka et al., 
2000 ; Ahn et al., 2000 ; Melchionna et al., 2000) entraîne sa dimérisation où le domaine 
FHA (forkhead-associated domain) d’une protéine Chk2 se lie à la Thr68 phosphorylée 
d’une autre protéine Chk2 (Ahn and Prives, 2002). La dimérisation est ensuite suivie par 
des trans-phosphorylations intermoléculaires de Chk2 en Thr383 et en Thr387 sur la 
boucle d’activation du domaine kinase (Lee and Chung, 2001) et en cis-phosphorylation 
en S516. Ces phosphorylations sont requises pour une activité kinase complète de Chk2 
envers ses substrats. La mutation I157T dans le domaine FHA de Chk2 (mutation 
germinale dans les syndromes Li-Fraumeni sans p53) empêche la dimérisation et 
l’activation de Chk2 (Schwarz et al., 2003). 
Par des approches in vitro et in vivo, il a été mis en évidence un rôle fonctionnel de 
Plk3 (Polo-like kinase 3) dans la régulation de Chk2. La phosphorylation de Chk2 en S73 
par Plk3 facilite la phosphorylation de Chk2 en Thr68 par ATM. En effet, la mutation de 
la S73 en alanine (Chk2 S73A) réduit l’efficacité de phosphorylation de la Thr68 par 
ATM en réponse aux dommages à l’ADN (Bahassi el et al., 2006). 
 
           
 
 
Figure 10 : Structure et activation de la protéine Chk2.  
A- La protéine Chk2 de 543 acides aminés est composée d’un domaine cluster SQ/TQ 
(SCD), d’un domaine FHA (forkhead associated domain) et d’un domaine kinase en C-
terminal qui contient la boucle T d’activation. Les sites de phosphorylation de Chk2 en 
réponse aux dommages à l’ADN sont présentés au dessus du schéma. Les principaux 
résidus phosphorylés pour réguler la fonction de Chk2 sont en gras. Les principales 
mutations de Chk2 détectées dans les tumeurs humaines sont soulignées en rouge.  
B- Modèle schématique d’un dimère de Chk2. Ce modèle présente l’arrangement 
dimèrique de Chk2, qui permet l’échange de boucles T et propose un mécanisme par 
lequel la dimérisation active Chk2 par des évènements de trans-phosphorylations.    
 
(D’après Antoni et al., 2007) 
 
II.4.1.2 Les substrats de Chk2 
 
Une fois activée, Chk2 phosphoryle un nombre limité de substrats (table 2), tels 
que des protéines régulatrices du cycle cellulaire (Cdc25A et Cdc25C), des facteurs de 
transcription (E2F-1, p53) ou encore des suppresseurs de tumeurs (Brca1, PML), 
impliquant Chk2 dans les processus d’arrêt de la croissance cellulaire, d’apoptose et de 
réparation de l’ADN (Bartek and Lukas, 2003 ; Stolz et al., 2010). Dans les paragraphes 
qui suivent nous allons nous intéresser à HuR, une protéine de liaison aux ARN 
 
messagers, décrite comme étant un substrat de Chk2 (Abdelmohsen et al., 2007b ; Liu et 
al., 2009).  
Récemment, une étude a mis en évidence un rôle de Chk2 dans l’épissage des pré-
ARN messagers. La kinase CDK11p110 impliquée dans la transcription et l’épissage des 
pré-ARN messagers a été décrite comme étant une cible de Chk2.  En effet, CDK11p110 est 
phosphorylée en S737 par Chk2 de façon constitutive indépendamment des dommages à 
l’ADN. La mutation de la S737 en alanine de CDK11p110 (CDK11p110 S737A) abolie son 
activité d’épissage in vivo (Choi et al., 2012). 
 
Table 2 : Les substrats de Chk2. 
Substrats de 
Chk2 
Sites de 
phosphorylation 
Conséquences  Références 
p53 S20 Apoptose (Shieh et al., 2000) 
E2F1 S364 Apoptose (Stevens et al., 2003) 
BRCA1 S988 Réparation de l’ADN (Lee et al., 2000) 
PML S117 Apoptose (Yang et al., 2002) 
Cdc25A S123 Arrêt du cycle cellulaire 
en G1 
(Falck et al., 2001) 
Cdc25C S216 Arrêt du cycle cellulaire 
en G2 
(Blasina et al., 1999) 
PP2A Sous-unité B’gamma 3 Régulation de Chk2 (Dozier et al., 2004) 
HuR S88, S100 et T118 Régulation de la stabilité 
des ARNm cibles de HuR 
(O'Neill et al., 2002) 
pVHL S111 Régulation de la 
transactivation de p53 
(Roe et al., 2011) 
CDK11P110 S737 Activité d’épissage des 
ARNm 
(Choi et al., 2012) 
Survivin-ΔEx3 T127, T79 et S98 Senseur des dommages 
non réparés 
(Lopergolo et al., 2012) 
 
 
II.4.1.2.1 La protéine HuR 
 
II.4.1.2.1.1 Structure et fonctions de HuR 
 
HuR (Hu antigen R) ou encore ElaV-Like 1 (Embryonic Lethal Abnormal Vision 
1) appartient à la famille des protéines Hu, composée de trois autres membres : HuB, 
HuC, et HuD. HuR a une expression ubiquitaire, alors que les autres membres de cette 
 
famille sont plutôt exprimés dans le tissu nerveux  (Good, 1995). HuR est une protéine de 
36 kDa qui contient trois domaines de liaison à l’ARNm (RRM, RNA Recognition Motif) 
et un domaine Hinge ou HNS (HuR nucleocytoplasmic shuttling sequence) situé entre les 
domaines RRM2 et RRM3 (figure 11).  
 
                                 
                      
Figure 11 : Représentation schématique de la protéine HuR. 
HuR possède trois domaines RRMs (RNA recognition motifs). Les domaines RRM1 et 
RRM2 se lient aux séquences AREs (AU-rich element) des ARNm. Le domaine RRM3 se 
lie à la queue poly (A) des ARNm et permet à HuR d’interagir avec d’autres protéines. La 
région « Hinge » contient les domaines de localisation nucléaire et d’export nucléaire.  
 
(Adapté de Hinman and Lou, 2008) 
 
Bien que HuR soit majoritairement nucléaire, sa translocation au cytoplasme a été 
reliée à sa capacité à stabiliser ou à moduler le niveau de traduction de ses ARNm cibles 
(Brennan and Steitz, 2001). Dans le cytoplasme, la fonction la plus connue de HuR est la 
régulation de la stabilité des ARNm (Brennan and Steitz, 2001). En se liant sur des 
séquences ARE (AU-Rich Element), présentes le plus souvent en 3’UTR des ARNm 
(Barreau et al., 2005), HuR empêche la dégradation des ARNm, augmentant ainsi 
indirectement la production de la protéine. HuR régule ainsi positivement la traduction de 
plusieurs ARNm, comme par exemple p53 (Mazan-Mamczarz et al., 2003), le cytochrome 
c (Kawai et al., 2006) ou encore HIF1 alpha (hypoxia-inducible factor 1 alpha) (Galban et 
 
al., 2008). Dans d’autres circonstances, HuR peut aussi réprimer la traduction de certains 
ARNm, tels que ceux de p27 (Kullmann et al., 2002) ou encore d’IGF-IR (Meng et al., 
2005).  
Les fonctions nucléaires (figure 12) de HuR sont moins bien connues. Certaines 
études suggèrent que HuR pourrait jouer un rôle dans la polyadénylation des ARNm ainsi 
que dans leur transport nucléocytoplasmique (Zhu et al., 2007 ; Prechtel et al., 2006).  
De part les fonctions des protéines codées par les ARNm régulés par HuR, elle a 
été impliquée dans les processus de carcinogenèse (Lopez de Silanes et al., 2003), de 
prolifération, de différenciation (van der Giessen et al., 2003) et dans la réponse aux 
dommages génotoxiques (Gorospe, 2003). 
 
      
 
Figure 12 : Fonctions nucléaires et cytoplasmiques de HuR. 
Dans le noyau, HuR s’associe aux pré-ARNm et affecte son épissage et probablement 
d’autres « processing » nucléaires. HuR assiste ensuite à l’export de l’ARNm mature. 
Dans le cytoplasme, HuR stabilise l’ARNm, pourrait jouer un rôle dans le stockage 
transitoire de l’ARNm (comme dans les granules de stress), et module le recrutement de 
l’ARNm dans la machinerie de traduction (polysomes)  
(adapté de Srikantan and Gorospe, 2011). 
 
 
HuR cible des ARNm qui codent pour des protéines impliquées dans la réponse 
cellulaire aux dommages à l’ADN, tels que les suppresseurs de tumeurs (p53, pVHL), des 
inhibiteurs de cdk (cyclin-dependent kinase) (p21,p27), des facteurs anti-apoptotiques 
(ProTα, Bcl-2 et Mcl-1) et des molécules de signalisation comme la phosphatase MAP 
kinase MKP-1 (Kim et al., 2010b) (table 3).  
 
Table 3 : Liste partielle des ARNm cibles de HuR codant des protéines impliquées 
dans la réponse aux dommages à l’ADN. 
 
 ARNm cible de HuR 
après dommages à 
l’ADN 
Région de 
liaison 
Type de dommage 
affectant  la 
régulation de HuR 
Kinase de 
HuR 
Références 
Stabilisation 
de l’ARNm 
c-fos 
p21 
cycline A2 
cycline B1 
cycline D1 
iNOS 
VEGF 
SIRT1 
TNF-α 
bcl-2 
mcl-1 
COX-2 
uPA 
uPAR 
IL-3 
MKP-1 
3’UTR 
3’UTR  
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
n.r 
UVC, RI 
H2O2 
H2O2 
UVC 
n.r 
n.r 
H2O2 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
H2O2 
n.r 
Chk2, p38 
Chk2, Cdk1 
n.r 
Chk2 
n.r 
n.r 
Chk2 
n.r 
Cdk1 
Cdk1 
PKC, p38 
n.r 
n.r 
n.r 
Cdk1 
[-] 
[1, 2] 
[1, 3] 
[4] 
[1] 
[-] 
[-] 
[1] 
[-] 
[5] 
[5] 
[6, 7] 
[-] 
[-] 
[-] 
[8] 
↑ Traduction p53 
ProTα 
cytochrome c 
MKP-1 
HIF-1α 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
UVC 
UVC 
n.r 
H2O2 
n.r 
n.r 
Chk2, Cdk1 
Chk2 
Cdk1 
Cdk1 
[-] 
[3] 
[1] 
[3] 
[3] 
↓ Traduction p27 
IGF-IR 
Wnt5a 
HuR 
c-Myc 
5’UTR 
5’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
3’UTR 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
n.r 
[-] 
[-] 
[-] 
[-] 
[-] 
n.r : non reporté. RI : radiations ionisantes. UVC : ultraviolets de type C. [1] : 
(Abdelmohsen et al., 2007b) ; [2] : (Basu, 2003) ; [3] : (Kim et al., 2008a) ; [4] : (Kim et 
al., 2008b) ; [5] : (Abdelmohsen et al., 2007a) ; [6] : (Doller et al., 2007) ; [7] : 
(Subbaramaiah et al., 2003) ; [8] : (Kuwano et al., 2008). (Table adaptée de Kim et al, 
2010). (Tableau adapté de Kim et al., 2010b) 
 
 
 
 
De manière générale, les changements de fonctions de HuR repose sur deux 
étapes : (1) la localisation subcellulaire de HuR et, (2) l’interaction de HuR avec les 
ARNm cibles. La phosphorylation de HuR par de nombreuses kinases régulées par les 
dommages à l’ADN incluant PKCalpha, PKCdelta, Cdk1, p38MAPK et Chk2 module la 
localisation subcellulaire de HuR ainsi que l’association de HuR avec ses ARNm cibles 
(Abdelmohsen et al., 2007b ; Doller et al., 2007 ; Doller et al., 2008 ; Kim et al., 2008b) ; 
Lafarga et al., 2009) (figure 13). 
 
              
Figure 13 : Sites de phosphorylation de HuR par les kinases induites en réponse aux 
dommages à l’ADN. 
Représentation schématique de la protéine HuR représentant les motifs de reconnaissance 
de l’ARN (RRMs), la région « hinge » qui contient la séquence HNS (HuR 
nucleocytoplasmic shuttling) qui permet à HuR de faire la navette entre le noyau et le 
cytoplasme, les sites de phosphorylation de HuR, et les kinases régulées par les 
dommages à l’ADN, incluant une kinase encore non identifiée prédite pour phosphoryler 
HuR en S242. Les conséquences de la phosphorylation de HuR aux différents sites sont 
indiquées à gauche (D’après Kim et al., 2010b). 
 
 
II.4.1.2.1.2 Régulation de HuR par Chk2 
 
HuR a été décrite comme pouvant être phosphorylé par la kinase Chk2 aussi bien 
in vitro qu’in vivo. Cette modification post-traductionnelle de HuR  module la capacité de 
liaison de HuR à ses ARNm cibles (Abdelmohsen et al., 2007b ; Liu et al., 2009). 
L’activation de Chk2 en réponse à un stress oxydatif (H202) entraîne une dissociation du 
compexe HuR-ARNm SIRT1 (Abdelmohsen et al., 2007b). Trois sites putatifs de 
phosphorylation de HuR par Chk2 ont été identifiés : les résidus en S88, S100 et T118 
(O'Neill et al., 2002). La mutation en S100 en résidu non phosphorylable (S100A) permet 
l’association de l’ARNm SIRT1 avec HuR après dommage oxydatif, ce qui indique que la 
phosphorylation en S100 est critique pour la dissociation de l’ARNm. De manière 
intéressante, la mutation en T118 en un site non phosphorylable (T118A) montre 
généralement une réduction de la liaison de tous les ARNm cibles, suggérant que la 
phosphorylation en T118 augmente la liaison de HuR aux ARNm cibles (Abdelmohsen et 
al., 2007b).  
Des études de microarrays ont comparé l’association de HuR avec des ARNm 
cibles entre des cellules HCT116 Chk2WT versus KO pour Chk2 suite à un traitement par 
des radiations ionisantes. Les résultats ont montré une dissociation de HuR de la plupart 
de ses ARNm cibles dans les cellules WT alors que HuR reste liée à ses ARNm cibles 
dans les cellules KO pour Chk2 (Masuda et al., 2011). De plus, cette étude montre que 
cette dissociation des complexes HuR-ARNm dans les cellules Chk2 WT après traitement 
par des radiations  ionisantes favorise la survie cellulaire.  
D’autres études sont requises afin d’élucider si d’autres agents génotoxiques jouent 
sur Chk2 pour phosphoryler HuR et comprendre comment ces modifications affectent la 
fonction de HuR. Aussi, il serait intéressant d’examiner comment d’autres ARNm cibles 
de HuR sont régulés après la phosphorylation de HuR par Chk2. 
Chk2 est mutée dans le syndrome Li-Fraumeni et dans de nombreux types de 
cancers (Bell et al., 1999 ; Vahteristo et al., 2002) ; ces mutations modifient la capacité 
qu’a Chk2 d’interagir avec ces substrats, l’activité kinase de Chk2 ainsi que la localisation 
subcellulaire de Chk2 (Zhou and Elledge, 2000 ; Wu et al., 2001). Etant donné que Chk2 
 	
phosphoryle HuR et que les mutations de Chk2 influencent sa fonction, il sera important 
d’étudier en détail l’influence de Chk2 sur la fonction de HuR sur ces ARNm cibles. 
II.5 La déphosphorylation des protéines de la réponse aux 
dommages 
 
Les phosphorylations des protéines de la réponse aux dommages sont réversibles et 
prises en charge par des sérine/thréonine phosphatases comme PP2A, PP4, PP1, PP6 et 
Wip1 (table 4) (Freeman and Monteiro, 2010). De nombreuses études récentes soulignent 
l’importance de déphosphoryler correctement dans le temps les protéines de la réponse 
aux dommages pour permettre une réparation efficace (Chowdhury et al., 2005 ; Wang et 
al., 2009). La table 5 présente les kinases et phosphatases qui régulent les protéines de la 
réponse aux dommages à l’ADN. Pour la clarté du manuscit, je ne décrirai que la 
déphosphorylation de γ-H2AX. 
Table 4 : Les phosphatases sérine/thréonine.  
Phosphatases Ser/Thr  Sous-unité catalytique Sous-unité régulatrice 
PPP PP1 C (α, β, γ) Les protéines interagissant avec 
PP1 (PIPs, plus de 90) 
 PP2A C (α, β) Sous-unité A (α, β), sous-unité 
B (PR55, PR61, PR72) 
 PP4 C PP4R1, PP4R2, PP4R3α, 
PP4R3β, PP4R4 
 PP5 C aucune 
 PP6 C PP6R1, PP6R2, PP6R3 
 PP7 C non connue 
 PP2B PP3C (α, β, γ) Calcineurine B ou CNB 
PPM PP2C PP2C (α, β, γ, δ, ε, ξ, η, κ), CaMKP, 
CaMKP-N, ILKAP, PHLPP, 
NERRP-2C, TA-PP2C, PDP1, PDP2 
Aucune 
Les protéines phosphatases sont classées en trois groupes : les phosphatases 
sérine/thréonine (PPP et PPM) présentées dans le tableau, les phosphatases tyrosine (PTP) 
et les phosphatases HAD (haloacid dehalogenase). Les phosphatases PP1, PP2A, PP4, 
PP5, PP6 et WIP1 (nommée aussi PP2Cδ ou PPMID) sont impliquées dans la réponse aux 
dommages à l’ADN.  (Table adaptée de Lee and Chowdhury, 2011) 
 
 

 
 
II.5.1 La déphosphorylation de γ-H2AX  
La perte de γ-H2AX aux sites des DSBs est corrélée avec la réparation complète de 
l’ADN (Bouquet et al., 2006). Cependant, cette corrélation n’est vraie que pour de faibles 
niveaux de dommages à l’ADN, en dessous de 150 DSBs par génome (Bouquet et al., 
2006 ; Banath et al., 2004). Quand pouvons-nous dire qu’une DSB est complétement 
réparée ? Des études suggèrent que la réparation des DSBs a lieu lorsque les deux brins de 
l’ADN se rejoignent alors que d’autres proposent que la réparation de la DSB a vraiment 
lieu une fois que la chromatine retourne à son état de compaction original (Kinner et al., 
2008 ; Liu et al., 2008). Des études sur le mécanisme de retrait de γ-H2AX ont suggéré 
deux mécanismes non exclusifs : la déphosphorylation de γ-H2AX ou le retrait de γ-
H2AX de la chromatine. Le premier mécanisme implique la déphosphorylation de γ-
H2AX par des phosphatases, principalement par les phosphatases PP2A et PP4 
(Chowdhury et al., 2005 ; Keogh et al., 2006 ; Chowdhury et al., 2008 ; Nakada et al., 
2008). Le deuxième mécanisme du retrait de γ-H2AX se fait via la redistribution de la 
chromatine, via l’échange d’histones, remplaçant γ-H2AX par H2AZ pendant le 
remodelage de la chromatine via des histones acétyltransférases (Altaf et al., 2009 ; Kusch 
et al., 2004). Je vais m’intéresser à la déphosphorylation de γ-H2AX par les phosphatases.  
Plusieurs phosphatases (PP2A, PP4, PP1, PP6 et Wip1) participent directement ou 
indirectement à la déphosphorylation de γ-H2AX (Freeman and Monteiro, 2010). La 
phosphatase PP1 a été décrite pour déphosphoryler γ-H2AX dans des nucléosomes in 
vitro (Canguilhem et al., 2005 ; Nazarov et al., 2003). Des cellules déplétées en PP4C (sous-
unité catalytique de PP4) présentent des taux de γ-H2AX élevés même en absence de 
dommages à l’ADN (Chowdhury et al., 2008), ont un retard d’entrée en mitose, mais n’ont 
pas de défauts dans l’initiation du checkpoint G2/M (Nakada et al., 2008). Aussi, PP4C 
semble plutôt déphosphoryler γ-H2AX associé à la chromatine plutôt que dans le 
nucléoplasme (Nakada et al., 2008). La déplétion de la phosphatase PP6 par siRNA avant 
un traitement par des radiations ionisantes entraine une persistence des foyers γ-H2AX et 
des foyers 53BP1, ainsi qu’une augmentation de la sensibilité aux radiations ionisantes 
 
(Douglas et al., 2010). La phosphatase Wip1 co-localise avec les foyers γ-H2AX après 
traitement par des radiations ionisantes (Macurek et al., 2010). Le tissu de rate de souris 
Wip1-/- présente un taux basal de  γ-H2AX plus élevé que celui des souris Wip1+/+ en 
absence de dommages à l’ADN (Moon et al., 2010). Aussi, la déplétion de Wip1 favorise 
la réparation des cassures étant donné que Wip1 inhibe les voies de réparation des DSBs, 
que sont la recombinaison homologue et le NHEJ (cf § II.6.1 : La réparation des cassures 
double brin) (Moon et al., 2010). 
Bien que la contribution de chaque phosphatase reste à éclaircir, la phosphatase 
PP2A (cf § II.5.1.1 : La phosphatase PP2A) semble être la principale phosphatase pour  γ-
H2AX en réponse à la camptothécine (CPT), un inhibiteur de la topoisomérase I (cf 
chapitre III : les inhibiteurs de la topoisomérase I) (Chowdhury et al., 2005). L’inhibition 
pharmacologique de PP2A (acide okadaique, fostriecine) ou le knockdown par siRNA 
augmentent le nombre de cellules présentant des foyers γ-H2AX, l’intensité des foyers et 
la durée de persistance des foyers après traitement par la CPT (Chowdhury et al., 2005). 
En effet, PP2AC co-localise et se lie à γ-H2AX après traitement par la CPT.  
Les revues de Freeman and Monteiro, 2010 et Lee and Chowdhury, 2011 décrivent 
la déphosphorylation des autres protéines de réponse aux dommages à l’ADN par PP2A 
comme entre autres ATM, DNA-PK et Chk2. 
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Table 5 : Les régulateurs positifs et négatifs des protéines de la réponse aux 
dommages à l’ADN.  
 
Les régulateurs ciblent les sites de phosphorylation en les phosphorylant (kinases) ou en 
les déphosphorylant (phosphatases). Les boîtes vertes et rouges indiquent que l’action du 
régulateur est respectivement positive (activation) ou négative (désactivation ou inhibition 
de l’activité) (D’après Freeman and Monteiro, 2010). 
 
 
 
 
 
II.5.1.1 La phosphatase PP2A  
 
II.5.1.1.1 Structure et fonctions de PP2A  
 
La famille des sérine/thréonine phosphatases PP2A (protein posphatase 2A) 
regroupe plusieurs holoenzymes (figure 14) impliquées dans la régulation de nombreux 
processus cellulaires dont la régulation de la transcription, la prolifération cellulaire, la 
survie cellulaire, l’apoptose, la traduction, la réplication de l’ADN, le contrôle du cycle 
cellulaire, des voies de transduction des signaux, la protection contre le développement 
tumoral (Janssens and Goris, 2001 ; Janssens et al., 2005 ; Janssens et al., 2008). En 
fonction du type cellulaire, les holoenzymes PP2A sont responsables de la 
déphosphorylation de 30 à 50% des sérine/thréonine totaux de la cellule, soulignant 
l’importance de cette enzyme. Ces holoenzymes contiennent un noyau dimérique appelé 
«core», formé d’une sous-unité catalytique (C) et d’une sous-unité structurale (A), auquel 
peut être associé une sous-unité (B) variable. 
                                        
Figure 14 : La famille des sérine/thréonine phosphatases PP2A.  
PP2A est un complexe hétérotrimérique composé de la sous-unité structurale PR65/A α 
ou β (en rouge), de la sous-unité catalytique C α ou β (en orange) et une des sous-unités 
régulatrice B (B (α, β, γ ou δ), B’ (α, β, δ ou ε), B’’ (PR72, PR130, PR48, PR59), B’’’ 
(PR93, SG2NA, PR110, Striatin)). Les sous-unités B régulent l’activité et la localisation 
des complexes PP2A (Adapté de Westermarck and Hahn, 2008). 
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La combinaison du core AC avec les différentes sous-unités de type B engendre un 
répertoire de nombreux holoenzymes qui est déterminant pour la spécificité et pour la 
régulation de l’activité de PP2A (Janssens et al., 2005). Outre les sous-unités variables de 
type B, un nombre croissant de protéines cellulaires peut interagir avec une ou plusieurs 
sous-unités de PP2A pour s’associer à un holoenzyme spécifique. Plus de cinquante 
partenaires cellulaires ont ainsi été identifiés comme formant des complexes stables avec 
PP2A, tels que des protéines kinases, des protéines du cytosquelette, des récepteurs et des 
facteurs de transcription, afin de contrôler les principales voies de signalisation 
intracellulaire (Hox, Wnt, Ras, etc) (Eichhorn et al., 2009). 
La sous-unité catalytique (PP2AC) 
La sous-unité catalytique cible des groupements phosphate sur des résidus sérine 
ou thréonine et même sous certaines conditions sur des résidus tyrosine (Fellner et al., 
2003). L’activité catalytique de PP2A est codée par deux gènes distincts exprimés de 
manière ubiquitaire, les gènes des sous-unités Cα et Cβ (Stone et al., 1987). Dûe à la 
présence d’un faible promoteur, la sous-unité Cβ est exprimée dix fois moins que la sous-
unité Cα (Khew-Goodall and Hemmings, 1988). Les deux sous-unités ont une masse 
moléculaire de 35 kDa et partagent 97% d’identité de séquence. L’expression de PP2AC 
est finement régulée dans la cellule à des niveaux traductionnels et post-traductionnels 
(Baharians and Schonthal, 1998). La perte de la sous-unité Cα chez la levure et chez la 
souris est létale, soulignant l’importance de cette phosphatase dans le maintient de 
l’homéostasie cellulaire (Gotz et al., 1998). 
La sous-unité structurale (PR65) 
La sous-unité catalytique de PP2A (PP2AC) interagit avec la protéine 
échaffaudrice PR65 via des répétitions HEAT (Huntington/elongation/A-subunit/TOR) en 
C-terminal (Groves et al, 1999). Deux gènes alternatifs, PR65α et PR65β, codent les deux 
isoformes α et β de la protéine PR65 (Hemmings et al., 1990). La plupart des 
holoenzymes PP2A contiennent l’isoforme PR65α, alors qu’une petite fraction (10%) 
contient l’isoforme PR65β. Bien que les deux isoformes présentent 87% d’identité de 
séquence, PR65β a des propriétés biochimiques uniques et ne peut pas être substitué à la 
perte de PR65α chez la souris (Bosch et al., 1995). Ces deux transcrits alternatifs différent 
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dans leur capacité à interagir avec les differentes sous-unités B régulatrices (Zhou et al., 
2003). 
Les sous-unités régulatrices B 
15 gènes ont été identifiés dans le génome humain codant pour au moins 26 
différents transcrits alternatifs des sous-unités B de l’holoenzyme PP2A. Ces sous-unités 
B médient la spécificité de substrat de l’holoenzyme PP2A (Janssens and Goris, 2001). 
Alors que PR65α peut interagir avec toutes les sous-unités B régulatrices, PR65β est 
incapable d’interagir avec les sous-unités B de la famille PR55 et montre une préférence 
pour la liaison avec PR72 (Zhou et al., 2003). Les sous-unités B ont été subdivisées en 5 
familles distinctes, et ont en commun quelques acides aminés conservés qui leur 
permettent d’interagir avec les domaines HEAT en N-terminal de la sous-unité struturale 
PR65 (Li and Virshup, 2002). 
 
 II.5.1.1.2 Régulation de PP2A par des modifications post-
traductionnelles  
 
La régulation de PP2A passe (1) par l’association des différentes sous-unités 
régulatrices B avec le core enzyme de PP2A, permettant de former des holoenzymes avec 
des propriétés catalytiques, des localisations subcellulaires et des substrats spécifiques ; 
mais aussi (2) par des modifications post-traductionnelles. 
Le recrutement de la sous-unité B au « core » est finement régulé par la 
méthylation et la phosphorylation de l’extrémité C-terminale de PP2AC. La méthylation 
en leucine 309 catalysée par la LCMT1 (S-adenosylmethionine-dependent leucine 
carboxyl methyltransferase 1) est requise pour la liaison des membres de la famille 
PR55B et non pour les autres sous-unités B (Longin et al., 2007). La méthylation en 
leucine 309 peut être reversée par la PME-1 (phosphatase methylesterase 1) (Ogris et al., 
1999). Quant à la phosphorylation, elle se produit soit en tyrosine 307 soit en thréonine 
304 (Longin et al., 2007). La phosphorylation en tyrosine 307 empêche le recrutement des 
membres &βε de la famille PR55B et PR61 au core enzyme (Chen et al., 1992). Ce site de 
phosphorylation est régulé par l’oncogène c-SRC, ce qui peut suggérer que l’inhibition 
d’une ou plusieurs sous-unités pourrait être requise pour la transformation induite par c-
SRC. La formation de l’holoenzyme trimérique et l’activation de la sous-unité PP2Ac sont 
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sous le contrôle de la PME-1 (phosphatase methylesterase 1) et de la PTPA (peptidyl 
prolyl isomerase). La PTPA, qui se lie à la sous-unité structurale de PP2A, est un 
activateur essentiel et spécifique de la forme inactive de PP2A (Longin et al., 2004).  
Les sous-unités B régulatrices sont sujettes à des phosphorylations, notamment 
celles de la famille B’. La phosphorylation de PR61δ pourrait réguler l’activité de PP2A 
in vivo, étant donné que la phosphorylation de PR61δ par PKA (Protein Kinase A) in vitro 
change la spécificité de substrat de l’enzyme, sans  dissocier la sous-unité B’ de PP2A 
(Usui et al., 1998).  
 
II.5.1.1.3 Rôle de PP2A dans la transformation cellulaire 
 
PP2A régule de nombreuses voies de signalisation comme Wnt, PI3K/Akt, et c-
Myc, qui sont impliquées dans le processus de transformation tumorale (Eichhorn et al., 
2009). Par exemple, l’activation de l’oncogène Akt est inhibée par PP2A. Akt est une 
sérine/thréonine kinase impliquée dans de nombreuses voies de signalisation pro-tumorale 
(Manning and Cantley, 2007). De plus, de nombreuses études montrent que la kinase Akt 
est dérégulée dans les cancers humains (Carpten et al., 2007). L’activation d’Akt est 
finement régulée par phosphorylations en thréonine 308 ou sérine 473. Les holoenzymes 
PP2A contenant PR55α déphosphorylent directement Akt en thréonine 308, inhibant ainsi 
les voies de signalisation de pro-survie médiées par Akt (Kuo et al., 2008).  
Des mutations génétiques des sous-unités de PP2A (Eichhorn et al., 2009), la 
dérégulation de la méthylation de la sous-unité PP2AC (Guenin et al., 2008) ou la 
surexpression d’inhibiteurs spécifiques (Junttila et al., 2007) aboutissent à l’inhibition de 
PP2A. Divers travaux ont permis l’identification de plusieurs protéines oncogéniques 
comme le facteur CIP2A (cancerous inhibitor of PP2A), un inhibiteur spécifique de PP2A 
qui est surexprimé dans divers types de cancers humains et qui, en inhibant PP2A, 
empêche la déphosphorylation de c-Myc et prévient ainsi sa dégradation (Junttila et al., 
2007 ; Come et al., 2009).  
De façon remarquable, de nombreuses protéines virales peuvent s’associer aux 
protéines PP2A et former des complexes fonctionnels capables de détourner la 
signalisation cellulaire. Par exemple, les virus transformants à ADN de la famille des 
papovae codent pour des protéines comme la protéine transformante moyen T du virus 
polyome et les antigènes petit t des virus polyome ou SV40. Ces protéines virales sont 
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capables de se substituer à certaines sous-unités régulatrices de type B de PP2A pour 
interagir directement avec le core AC afin de réguler la réplication virale et la 
transformation cellulaire (Benjamin, 2001). 
 
II.6 La réponse cellulaire aux dommages à l’ADN 
 
II.6.1 La réparation des cassures double-brin 
 
Deux principaux mécanismes sont décrits pour réparer les DSBs : la recombinaison 
homologue (RH) et la ligature d’extrémités non homologues canonique (C-NHEJ : 
canonical non-homologous end joining) (figure 15). La recombinaison homologue est 
considérée comme un mécanisme fidèle de réparation car le brin lésé recopie une 
séquence homologue. Quant à la ligature d’extrémités non homologues (C-NHEJ), elle 
répare la cassure sans nécessiter d’homologie de séquence (Rass et al., 2012). 
II.6.1.1 La réparation des cassures double-brin par jonction des extrémités 
non-homologues canonique (C-NHEJ) 
 
Le mécanisme majoritaire de réparation des DSBs est le NHEJ canonique (C-
NHEJ) (figure 15B). Il relie directement les extrémités clivées sans utiliser une séquence 
homologue comme modèle pour reconstituer le brin d’ADN. Il peut donc se produire 
pendant toutes les phases du cycle cellulaire. Lors de ce processus, la DSB est reconnue 
par l’hétérodimère Ku70/Ku80, qui recrute par la suite DNA-PKcs (Ciccia and Elledge, 
2010). Si nécessaire, les extrémités de l’ADN peuvent être prises en charge par des 
nucléases (comme Artemis) ou des ADN polymérases (telles que Polµ ou Polλ) pour créer 
des extrémités compatibles (Lieber and Wilson, 2010). Enfin, le complexe de ligation, 
composé de l’ADN ligase IV et ses cofacteurs XRCC4 et XLF/Cernunnos permettent la 
ligation des extrémités (Buck et al., 2006). 
II.6.1.2 La réparation des cassures double-brin par recombinaison 
homologue (RH) 
 
Le deuxième grand mécanisme de réparation des DSBs est la recombinaison 
homologue (figure 15A), qui utilise la séquence homologue présente sur la chromatide 
soeur pour réparer fidèlement le dommage. Ce mécanisme se produit donc 
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majoritairement lors des phases S/G2 du cycle cellulaire. Le processus de réparation par 
RH commence par la résection des extrémités de l’ADN par le complexe MRN (Mre11-
Rad50-Nbs1) (Heyer et al., 2010 ; Stracker and Petrini, 2011), la protéine CtIP (CtBP-
interacting protein) (Limbo et al., 2007 ; Sartori et al., 2007) et d’autres exonucléases, 
générant ainsi de l’ADN simple brin en 3’(Wyman and Kanaar, 2006). L’ADN simple 
brin est ensuite couvert de protéines RPA (Replication protein A) qui enlève les structures 
secondaires (Sugiyama et al., 1997). Par la suite, BRCA2 permet le remplacement de RPA 
par Rad51 pour former un filament nucléoprotéique qui cherche la séquence homologue 
sur la chromatide soeur. Après l’invasion du brin, catalysée notamment par Rad51, 
l’élongation de l’ADN se réalise en utilisant la séquence intacte comme modèle. Après 
restauration de la séquence manquante, la deuxième extrémité de l’ADN clivée est 
capturée et les jonctions sont résolues (Pardo et al., 2009). Cette étape de résolution peut 
être accomplie par la formation de deux jonctions Holiday, qui sont par la suite résolu 
pour donner des produits cross-over ou pas (modèle de la double jonction Holiday). Un 
modèle alternatif de la RH, le SDSA (synthesis-dependent strand annealing), n’implique 
pas de jonctions Holiday et donne seulement des produits non cross-over (Maher et al., 
2011).  
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Figure 15 : Réparation des cassures double-brin par recombinaison homologue (RH) 
et ligature d’extrémités non-homologues (NHEJ).  
 
A- La recombinaison homologue utilise une séquence homologue intacte pour réparer la 
cassure double-brin et est initiée par une résection d’ADN simple-brin. Le modèle 
propose que le complexe MRN, en association avec CtIP, initie la résection (étape 1), ce 
qui permet le recrutement d’autres nucléases (comme Exo1), responsables de la formation 
d’extrémités sortantes simple-brin (étape 2). Ces régions simple-brin sont couvertes par la 
protéine RPA. BRCA2 déplace RPA et charge la protéine Rad51. L’invasion du brin lésé 
de la séquence homologue est médiée par le filament d’ADN simple-brin couvert de 
Rad51 (étape 3). Selon le sens de résolution des intermédiaires par les résolvases, la 
conversion génique est associée ou non à un crossing-over.  
B- La ligature d’extrémité non-homologue (NHEJ) ne nécessite pas d’homologie de 
séquence. Les extrémités d’ADN sont reconnues par l’hétérodimère Ku70/Ku80 et la 
sous-unité catalytique DNA-PKcs. L’activation de celle-ci permet le recrutement du 
complexe XRCC4/ADN ligase IV aidé par Cernunnos/XL-F. Une préparation des 
extrémités par la protéine Artémis et l’intervention de polymérases peuvent être 
nécessaires avant l’étape de ligature (D’après Rass et al., 2012). 
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II.6.2 Exemples d’outils pour étudier la réparation des cassures 
double-brin 
 
La figure 16 présente des exemples de systèmes rapporteurs de la RH et du NHEJ. 
Ces constructions sont généralement intégrées dans le génome. Le principe général de ses 
essais est la restauration de l’expression d’un marqueur, accompagné dans certain cas de 
l’inactivation d’un autre gène. Mao et al interrompent le gène GFP avec un intron 
contenant un exon adénoviral (AD) flanqué par deux sites d’enzymes I-SceI. La 
réparation des cassures double-brin induites par les deux enzymes entraine la perte de 
l’exon intervenant et l’expression d’une GFP fonctionnelle (Mao et al., 2008). Guirouilh-
Barbat et al ont développé un essai similaire avec des sites I-SceI compatibles ou pas 
compatibles, mais ils utilisent des antigènes de surface (Guirouilh-Barbat et al., 2004). Un 
essai similaire a été développé avec la GFP entre deux sites I-SceI et une RFP (Red 
Fluorescent Protein)  en aval, ce qui résulte en une perte de la GFP et l’expression d’une 
RFP après réparation des DSBs induites par les enzymes I-SceI (Coleman and Greenberg, 
2011).  
Le test le plus utilisé pour mesurer la recombinaison homologue est le test DR-
GFP développé par Pierce et Jasin (Pierce et al., 1999). Le rapporteur contient  deux 
séquences GFP séparées par un marqueur de sélection. La séquence GFP en 5’ est 
inactivée par un site I-SceI et des codons STOP internes, empêchant l’expression de la 
GFP. La GFP tronquée en 3’ sert de modèle pour la réparation après l’induction d’une 
DSB par I-SceI. La réparation de la cassure par conversion génique en utilisant la 
séquence GFP en aval entraine la restauration du gène GFP et le pourcentage de cellules 
exprimant la GFP peut être déterminé par analyse au FACS. 
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Figure 16 : Les systèmes rapporteurs du RH et du NHEJ. 
1-Substrat du RH. Deux cassettes inactives codant pour la GFP sont placées en tandem 
sous le contrôle d’un promoteur inductible. La cassette en 5’ est inactive par l’insertion 
d’un site de clivage I-SceI ; la cassette en 3’ est inactive par la délétion de séquences en 5’ 
et 3’. La recombinaison entre ces deux cassettes (conversion génique) restaure une 
séquence fonctionnelle codant pour la GFP, soit par recombinaison homologue intra-
chromatide (B) ou par échange de chromatides sœurs (C) le pourcentage de cellules 
exprimant la GFP peut être déterminé par fluorescence (FACS, microscopie).  
2-Substrat du NHEJ. Le gène GFP n’est pas exprimé car il est sous le contrôle d’un 
codon d’initiation en dehors du cadre de lecture (ATG artificiel) ; l’ATG artificiel est 
favorisé par la présence d’une séquence consensus Kozak. Un deuxième rapporteur 
(dsRed) est sous le contrôle d’un promoteur inductible. Le clivage et l’excision du 
fragment DsRed/KozATG met la séquence GFP sous son codon naturel ATG et permet 
ainsi son expression. Les évènements de ligation sont analysés par détection de 
fluorescence (analyse FACS ou microscopie). 
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Chapitre III : Les inhibiteurs de la topoisomérase I 
 
III.1 Les ADN topoisomérases 
Les ADN topoisomérases sont des enzymes ubiquitaires qui régulent la topologie 
de la double hélice d’ADN, en assurant la suppression des surenroulements (positifs ou 
négatifs) de l’ADN associés aux processus cellulaires de réplication et de transcription 
(Forterre et al., 2007). Elles ont la capacité à introduire des coupures transitoires de l’ADN 
simple ou double-brin. Les cellules somatiques humaines expriment six gènes d’ADN 
topoisomérases (Pommier et al., 2010) : quatre topoisomérases de type I et deux 
topoisomérases de type II (Top2α et Top2β) (figure 17). Les cellules germinales 
expriment en plus Spo11, une topoisomérases de type II (Bergerat et al., 1997). Pour 
exécuter leur fonction catalytique, les topoisomérases de type I clivent un brin de l’ADN à 
la fois et les topoisomérases de type II clivent les deux brins de l’ADN. Les quatre 
topoisomérases de type I sont : la topoisomérase I nucléaire (Top1), la topoisomérase I 
mitochondriale (Top1mt) et les topoisomérases 3α et β (Top3α et Top3β). Les 
topoisomérases de type I ont été subdivisées en deux groupes, type IA et type IB, sur la 
base du côté de la cassure de l’ADN sur lequel elles se lient de façon covalente et forme le 
complexe de clivage. Les enzymes Top3 appartiennent au groupe type IA et se lient à 
l’extrémité 5’ du brin coupé, comme les topoisomérases de type II. La Top1 et la Top1mt  
appartiennent au groupe type IB et se lient à l’extrémité 3’ du brin coupé (Pommier et al., 
2010) (figure 18). 
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Figure 17 : Classification des ADN topoisomérases humaines.  
Les cellules somatiques humaines expriment six gènes d’ADN topoisomérases : quatre 
topoisomérases de type I et deux topoisomérases de type II. kDa : masses moléculaires 
calculées. (x2) : dimère. Les ADN topoisomérases de type IB sont les seules enzymes qui 
forment des complexes de clivage avec des intermédiaires phosphotyrosyl en 3’ (3’-P-Y). 
ΔLk : nombre de liaison produit par chaque cycle catalytique. Les enzymes de type I 
clivent en une étape et les enzymes de type II clivent en deux étapes. Les enzymes de type 
IA sont les seules à relaxer seulement les superenroulements négatifs et non les 
superenroulements positifs (ΔLk = +1). 
 
(Adapté de Pommier et al., 2010) 
 
Parmi les topoisomérases, la Top1 et les Top2α et β ont soulevé un intérêt 
particulier en raison du fait qu’elles sont la cible d’agents anticancéreux. Les 
camptothécines sont des inhibiteurs de Top1 extrêmement sélectifs (Pommier et al., 2006 ; 
Pommier, 2009) (cf § III.3.1 : Stabilisation des complexes Top1-ADN par les inhibiteurs 
de topoisomérase I) et parmi les inhibiteurs de Top2, les plus spécifiques sont l’étoposide 
et le téniposide (Nitiss, 2009b). 
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Figure 18 : Schémas des complexes de clivage des topoisomérases humaines.  
Les ADN topoisomérases 1 (TOP1) se lient à l’ADN double brin et forment des 
complexes covalents en 3’ des cassures. Les ADN topoisomérases 2 (TOP2) et 3 (TOP3) 
forment des complexes covalents en 5’ des cassures.  
 
(D’après Pommier et al., 2010) 
 
III.2 Fonctions biologiques de la topoisomérase I 
 
III.2.1 Relaxation de l’ADN  
 
La fonction principale de la Top1 est de relaxer l’ADN qui est compacté dans les 
régions en cours de transcription et de réplication (Champoux, 2001 ; Wang, 2002). Des 
super-enroulements positifs et négatifs de l’ADN sont produits respectivement devant et 
derrière les complexes transcriptionnels en cours de progression (Liu and Wang, 1987). 
La Top1 peut éliminer les super-enroulements négatifs et positifs de l’ADN (Champoux, 
2001 ;Wang, 2002) et peut ainsi relaxer l’ADN des deux côtés des complexes 
transcriptionnels. Toutefois, la Top1 semble plus efficace pour éliminer les super-
enroulements positifs de l’ADN et tend à former davantage de complexes de clivage sur 
l’ADN super-enroulée positivement versus négativement (McClendon and Osheroff, 
2006).  
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Le cycle catalytique de la Top1 se décompose en quatre étapes (Pommier et al, 
1998) (figure 19) : 
                                   1- liaison de la Top1 à l’ADN 
                                   2- clivage d’un brin d’ADN 
                                   3- relaxation de l’ADN 
                                   4- religation et libération de la Top1 
 
La première étape consiste en une liaison non covalente de la Top1 à l’ADN au niveau de 
sites privilégiés dont la nature semble être plutôt déterminée par le degré de 
surenroulement et de courbure de l’ADN que par la spécificité de séquence, même si une 
préférence existe pour les motifs 5’-(A/T) (G/C) (A/T) T-3’, où le dernier T indique le site 
de coupure (Krogh et al., 1991 ; Jaxel et al., 1991). La deuxième étape est la coupure d’un 
brin de la double hélice par la Top1 par réaction de trans-estérification qui aboutit à la 
formation d’un lien covalent tyrosyl-phosphodiester entre la tyrosine catalytique (Tyr 
723) et l’extrémité 3’ du brin coupé (Champoux, 1981). Cette étape ne nécessite pas 
l’hydrolyse de l’ATP et aboutit à la formation d’un complexe covalent ADN-Top1 
transitoire appelé complexe de clivage (nommé Top1cc). Sa durée de vie dans les 
conditions physiologiques est extrêmement brève, mais suffisante pour permettre au brin 
coupé en aval du complexe d’effectuer une rotation autour du brin non coupé pour 
supprimer un super-tour d’ADN. Puis, le brin coupé est religué par réaction inverse de 
trans-estérification par attaque de la liaison 3’-tyrosyl phosphodiester par l’extrémité 5’-
OH libre du brin coupé. La continuité du brin d’ADN est restaurée et la Top1 se détache 
de son substrat.  
Une caractéristique unique des enzymes Top1 est leur mécanisme de relaxation de 
l’ADN par la « rotation contrôlée » (Stewart et al., 1998). En d’autres termes, les enzymes 
Top1 relaxent l’ADN en permettant à l’extrémité 5’OH de pivoter autour du brin intact, ce 
qui permet de supprimer un tour d’enroulement de l’ADN. Cette réaction ne requiert pas 
d’ATP ou d’ions divalents, ce qui est différent des enzymes Top2 qui requièrent 
l’hydrolyse de l’ATP ainsi que du Mg2+ (Nitiss, 2009a ; Deweese et al., 2008) et des 
enzymes Top3, qui requièrent du Mg2+ (mais non l’ATP) pour leur catalyse (Goulaouic et 
al., 1999). 
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Figure 19 : Cycle catalytique de la topoisomérase I nucléaire humaine.  
A- Le cycle catalytique de la Topo1 nucléaire humaine se décompose en quatre étapes. La 
première étape consiste en une liaison non covalente de la Topo1 à l’ADN. Puis, la 
coupure d’un brin de la double hélice par la Topo1 est réalisée par réaction de 
transestérification. Ensuite, le brin coupé est religué par réaction inverse de 
transestérification. La Topo1 est par la suite dissociée de l’ADN.   
B- Equilibre de coupure/religation catalysé par la Top1 humaine. La réaction de coupure 
est une réaction de trans-estérification résultant de l’attaque du groupement phénol de la 
tyrosine 723 sur le groupement phosphate de la liaison phosphodiester de l’ADN. La 
réaction inverse de religation résulte de l’attaque de la liaison phospho-tyrosyle par le 
groupement hydroxyle de l’extrémité 5’ du brin coupé.  
 
(D’après Pourquier and Lansiaux, 2011) 
 
III.2.2 Fonctions indépendantes de l’activité de relaxation de l’ADN 
 
En plus de son activité dans la relaxation de l’ADN, la Top1 peut réguler d’autres 
fonctions  indépendamment de son activité de clivage/religation de l’ADN.   
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III.2.2.1 Rôles de la Topoisomérase I dans la transcription 
La Top1 semble jouer un rôle dans la régulation de la transcription. L’association 
de la Top1 avec les protéines du complexe de transcription permet d’activer l’initiation de 
la transcription en stimulant la formation du complexe TFIID-TFIIH (Shykind et al., 
1997). L’activité de clivage de la Top1 n’est pas nécessaire pour observer cet effet 
puisqu’une Top1 catalytiquement inactive, pouvant se lier à l’ADN sans pouvoir le 
couper, est capable d’induire cette activation. Un système de double-hybride a permis 
l’identification de protéines nucléaires riches en séquences peptidiques arginine-sérine ou 
sérine-arginine appelées topors (topo-isomerase I-binding RS proteins) (Haluska et al., 
1999). L’interaction des topors avec la partie N-terminale de la Top1 permettrait le 
recrutement de l’ARN polymérase II directement au niveau des sites de transcription. Une 
étude a également montré que la Top1 possédait une activité kinase spécifique pour des 
facteurs d’épissage (Rossi et al., 1996 ; Soret et al., 2003). La même étude montre que la 
phosphorylation de ces facteurs est réduite en présence d’inhibiteurs de Top1. Ces 
résultats suggèrent donc un rôle de la Top1 dans la maturation des ARN pré-méssagers. 
Aussi, la Top1 permet, grâce à sa liaison avec le facteur d’épissage ASF/SF2, d’éviter 
d’une part les interférences entre les processus cellulaires de réplication et transcription, et 
d’autre part la formation de cassures de l’ADN liées à l’accumulation de structures 
hybrides ARN-ADN (R-loops) dans les régions transcrites, contribuant ainsi au maintien 
de la stabilité du génome (Tuduri et al., 2009).  
 
III.2.2.2 Rôles de la topoisomérase I dans la signalisation des dommages à 
l’ADN  
 
Deux hypothèses ont été proposées pour donner une signification biologique au fait 
que la Top1 puisse être sensible à une si grande variété de lésions de l’ADN et soit piégée 
quand ces lésions sont présentes à proximité d’un site de coupure de l’enzyme. 
Une première hypothèse suggère un rôle de la Top1 dans la réparation de l’ADN. Sa 
séquestration constituerait un « étiquetage » de la lésion qui permettrait un recrutement 
des protéines de réparation, directement au niveau du site endommagé. L’association de la 
Top1 avec la protéine p53 piégée sur de l’ADN génomique de cellules soumises à un 
rayonnement ultraviolet est un argument en faveur de cette hypothèse (Mao et al., 2000). 
 	
P53 est un facteur de transcription dont l’expression est stimulée par les dommages de 
l’ADN et dont l’interaction avec la Top1 est connue pour stimuler l’activité catalytique de 
l’enzyme (Gobert et al., 1996). L’association Top1-p53 permettrait de recruter d’autres 
facteurs interagissant directement avec p53 tels que GADD45 (growth arrest and DNA 
damage-inducible gene) qui, en association avec la protéine PCNA (proliferation cell 
nuclear antigen), est connue pour stimuler la synthèse d’ADN associée au processus de 
réparation par excision nucléotidique (Smith et al., 1994). Ainsi, la Top1 aurait un rôle de 
protection des cellules vis-à-vis des dommages infligés à l’ADN génomique. D’autres 
résultats permettent d’envisager une seconde hypothèse selon laquelle la Top1 piégée sur 
de l’ADN endommagé serait au contraire un obstacle à la réparation des lésions et 
contribuerait à la mort cellulaire. Si la Top1 intervenait dans la réparation, des cellules 
exprimant fortement cette enzyme devraient être plus résistantes à des agents 
endommageant l’ADN. Or, des levures surexprimant la Top1 sont davantage sensibles 
aux agents alkylants, aux rayonnements ultraviolets et aux radiations ionisantes que les 
levures sauvages correspondantes (Nitiss et al., 2001). L’activité de la Top1 est bien 
responsable de ce phénomène puisque la surexpression d’une enzyme inactive ne confère 
pas d’hypersensibilité à ces agents. La séquestration de la Top1 servirait à déclencher ou à 
amplifier un programme de mort cellulaire en participant à la fragmentation de l’ADN, 
telle une endonucléase au cours du processus d’apoptose. Cette hypothèse est renforcée 
par une étude montrant que la fragmentation de l’ADN de cellules leucémiques traitées 
par de la staurosporine, un inhibiteur de kinase qui n’est pas connu pour endommager 
l’ADN, s’accompagne aussi de la formation de Top1cc. L’apoptose induite par la 
staurosporine est moins importante dans des cellules leucémiques ne contenant pas de 
Top1 que dans les cellules témoins, et s’accompagne d’une moindre fragmentation de 
l’ADN génomique, suggérant bien une implication de la Top1 dans ce type de mort 
cellulaire (Pourquier et al., 2001).      
 
 
 
 
 
 
 

III.3 Stabilisation des complexes Top1-ADN  
 
L’activité de clivage/religation de la Top1 est remarquablement rapide (jusqu’à 
6,000 cycles par minutes) et dans des conditions physiologiques, les complexes Top1-
ADN sont presque indétectables car l’étape de religation de l’ADN est beaucoup plus 
rapide que l’étape de clivage de l’ADN (Pommier, 2013 ; Seol et al., 2012). Malgré cela, la 
Top1 peut être prise au piège sélectivement lorsque l’ADN est dans un état clivé. Les 
complexes Top1-ADN peuvent être stabilisés de manière extrêmement sélective par la 
camptothécine et ses dérivées appellés inhibiteurs (ou poisons) de Top1. Les complexes 
Top1-ADN sont également stabilisés par de nombreuses lésions de l’ADN et lors de 
l’apoptose.  
 
III.3.1 Stabilisation des complexes Top1-ADN par les inhibiteurs de 
Top1 
 
Les poisons de Top1 agissent une fois que l’enzyme a coupé l’ADN. Ils empêchent 
spécifiquement la religation de l’ADN, ce qui se traduit par une augmentation de la 
quantité de complexes ADN-Top1 (Top1cc) (Hsiang et al., 1985). Cette inhibition n’est 
qu’un ralentissement de la religation lié à la présence du poison au niveau du site actif de 
l’enzyme qui empêche le bon positionnement de l’extrémité 5’-OH libre pour que la 
réaction de transestérification inverse puisse s’opérer. On parle alors de stabilisation des 
Top1cc. Dans cette catégorie, figurent la camptothécine (CPT) et ses nombreux dérivés, 
les indolocarbazoles et les indénoisoquinolines (figure 21). 
La camptothécine (CPT) est un alcaloïde isolée pour la première fois de l’écorce 
d’un arbre originaire de chine, Camptotheca accuminata (Wall and Wani, 1995). La CPT 
stabilise transitoirement les Top1cc et prévient la religation des Top1cc (Hsiang et al., 
1985) (Figure 20). Plusieurs observations démontrent la sélectivité de la CPT envers la 
Top1 : (1) seulement l’isomère naturel de la CPT est actif contre la Top1 (Hsiang et al., 
1989b ; Jaxel et al., 1989) ; (2) des levures délétées pour le gène TOP1 sont résistantes à la 
CPT (Eng et al., 1988) ; (3) des cellules résistantes à la CPT portent des mutations précises 
au niveau du gène TOP1 (Pommier et al., 1999), et (4) les plantes qui produisent la CPT 
portent une mutation de la Top1 (N722S) (Sirikantaramas et al., 2008) qui rend l’enzyme 
 
immune à la CPT (Fujimori et al., 1995). Trois dérivés solubles de la CPT sont utilisés en 
clinique : le topotecan, l’irinotecan (dans le monde entier), et le belotecan (Corée du sud) 
(Fig 21A). Le topotecan (TPT, Hycamtin®) est utilisé dans le traitement des cancers 
ovariens et des cancers pulmonaires à petites cellules. L’irinotecan (CPT-11, Campto®) 
est utilisé pour les cancers colorectaux. C’est une prodrogue qui doit être hydrolysée en 
SN-38, mille fois plus actif (Rivory et al., 1996) ; cette activation est principalement 
réalisée dans le foie grâce à l’action de carboxylestérases. Le belotécan présente des 
résultats cliniques intéressants dans le traitement du cancer de l’ovaire. Les CPTs sont 
actuellement les seuls inhibiteurs de Top1 cliniquement approuvé. Cependant, les CPTs 
ont plusieurs limitations. (1) Elles sont chimiquement instables et sont rapidement 
inactivées en carboxylate dans le sang. (2) Les Top1cc réversent dans les minutes après 
retrait du médicament, ce qui nécessite de longues perfusions. (3) Les cellules 
surexprimant les transporteurs ABCG2 et ABCB1 sont résistantes à la CPT. (4) Les effets 
secondaires sont potentiellement sévères (diarrhée et neutropénie).  
La CPT est une molécule pentacyclique (A-E) avec un carbone asymétrique en 
position 20 dont la configuration est cruciale pour l’activité de la molécule, seule la forme 
20S étant active. A pH physiologique, il existe un équilibre entre la forme lactone (cycle E 
fermé) insoluble dans l’eau et la forme carboxylate (cycle E ouvert) plus soluble mais 
inactive, d’où l’inactivation des CPTs (figure 21A). Les dérivés (gimatécan, belotécan, 
lurtotécan, et exatécan) ont été développés afin d’améliorer la solubilité et la tolérance en 
clinique et permettre une administration par voie orale. Cependant, ils conservent 
l’instabilité chimique des camptothécines. Deux approches ont été entreprises pour pallier 
à cette instabilité des camptothécines médiée par l’ouverture du cycle E. L’addition d’un 
groupe méthylène au niveau du cycle E, comme pour les homocamptothécines (figure 
21B), limite l’ouverture du cycle E (Lavergne et al., 1998) mais deviennent 
irréversiblement convertis en carboxylate inactif (Urasaki et al., 2000). La deuxième 
approche a consisté à convertir le cycle E en un cycle à cinq membres. Ces dérivés α-kéto 
(Hautefaye et al., 2003) illustrés par le dérivé S39625 (figure 21B) (Takagi et al., 2007) 
sont des composés synthétiques très puissants contre la Top1 et les cellules cancéreuses.    
 
 	
    
Figure 20 : La stabilisation des complexes de clivage Top1-ADN par les inhibiteurs 
camptothécines et non-camptothécines.  
A- Dans les conditions physiologiques, Top1 s’associe avec la chromatine de façon non-
covalente. B- Une petite fraction de la Top1 forme des complexes de clivage qui relaxent 
l’ADN superenroulé par rotation contrôlée du brin clivé autour du brin intact (flèche 
verte). C- Des médicaments anti-cancéreux piègent réversiblement les complexes de 
clivage Top1-ADN, en inhibant l’étape de religation. D- Structure cristalline de la 
camptothécine liée au complexe de clivage Top1-ADN. Top1 (gris), camptothécine 
(rouge), ADN (bleu) E Même structure que dans le panel D sans la Top1, mais avec  la 
tyrosine catalytique (en orange). La camptothécine (en rouge) est intercalée entre les 
paires de base de part et d’autre du site de clivage de la Top1.  
 
(D’après Pommier, 2006) 
 
Le premier inhibiteur Top1 non-camptothécine (Figure 21C) atteignant les études 
cliniques a été l’édotecarin. Cependant, comme les autres indolocarbazoles, il affecte 
d’autres cibles cellulaires en plus de la Top1, comme l’ADN. Deux familles d’inhibiteurs 
Top1 non-camptothécines sont en développement clinique : les indénoisoquinolines et les 
dibenzonaphthyridinones (Figure 21C) (Pommier and Cushman, 2009).  
 
 	
     
 
 
Figure 21 : Les inhibiteurs de Top1. 
A- La camptothécine et ses dérivés utilisés en clinique. Présentation du cycle α-
hydroxylactone E réversible de la camptothécine. Le topotecan et l’irinotecan sont les 
dérivés de la camptothécine approuvés par la FDA « Food and Drug Administration ». 
L’irinotecan est une pro-drogue ; son métabolite actif est le SN-38. Le belotecan est 
approuvé en Corée du Sud.  
B- Les dérivés synthétiques de la camptothécine modifiés au niveau du cycle E. Alors que 
le diflomotecan (un homocamptothécine) peut toujours être converti irréversiblement en 
carboxylate, le dérivé α-kéto S39625 est chimiquement stable et reste un puissant 
inhibiteur de Top1. C- Les non-camptothécines. Les indenoisoquinolines et un 
dibenzonaphthyridinone  sont en étude cinique.  
 
(D’après Pommier et al., 2010) 
 
 	
Les inhibiteurs catalytiques interfèrent avec l’enzyme libre ou avec l’ADN et 
l’empêchent d’interagir avec son substrat. Ils peuvent aussi inhiber la réaction de coupure 
de l’ADN. L’utilisation de ce type d’inhibiteur empêche la formation de cassures simple-
brin de l’ADN nécessaire à la relaxation de l’ADN. Ces inhibiteurs agissent à des 
concentrations souvent élevées (> 1µM) et ont d’autres cibles que la Top1 (Bailly, 2000). 
Ils ne sont pas développés en clinique actuellement.  
 
III.3.2 Stabilisation des complexes Top1-ADN par les modifications 
de l’ADN  
 
De par l’abondance de la Top1 dans le génome (Baranello et al., 2010), la Top1 
rencontre fréquemment des lésions endogènes et exogènes de l’ADN ainsi que des 
structures secondaires de l’ADN, qui sont capables d’induire la formation de complexes 
de clivage ADN-Top1 (Pourquier et al., 2002). Ces lésions et leurs effets sur la Top1 sont 
présentés dans la table 6. En général, l’accumulation des complexes de clivage ADN-
Top1 par ces lésions est dûe à une inhibition de l’étape de religation. La religation requiert 
que l’hydroxyl en 5’ soit précisément positionné pour attaquer et libérer le lien 
phosphotyrosyl en 3’ (Pourquier and Pommier, 2001). Le positionnement de la base en 5’ 
est critique pour un tel alignement, ce qui explique que la présence de sites abasiques et de 
mésappariements interfèrent avec la religation des Top1cc (Pourquier et al., 1999). 
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Table 6 : Lésions endogènes et exogènes de l’ADN capables d’induire la formation de 
complexes de clivage ADN-Top1.   
 
TYPES DE LESIONS (1)MECANISME (2) REV REFERENCES 
LESIONS ENDOGENES DE L’ADN 
Mésappariements de base 
Boucles 
Sites abasiques 
8-oxoguanine 
5-hydroxycytosine 
Cassures simple-brin 
Méthylation de cytosine 
Formation d’une triple hélice 
Fragmentation apoptotique de la 
chromatine 
 
T 
T 
T 
B 
? 
T 
F+T 
F+T 
B+T 
 
r 
ir 
ir 
r 
r 
ir 
r 
r 
ir 
 
(Pourquier et al., 2001) 
(Pourquier et al., 1997) 
(Pourquier et al., 1997) 
(Lesher et al., 2002) 
(Lesher et al., 2002) 
(Pourquier et al., 1997) 
(Leteurtre et al., 1994) 
(Antony et al., 2005) 
(Sordet et al., 2003 ; Sordet 
et al., 2004b ; Sordet et al., 
2004c) 
 
LESIONS EXOGENES DE L’ADN 
Lésions UV 
Cassures de l’ADN induites par les IR 
O6-méthylguanine 
Adduits O6-dA-benzo[a]pyrene 
Adduits O6-dA-benzo[a]pyrene   
dA-benzo[a]pyrene 
N6-Ethenoadenine    
Adduits N2-dG-ethyl                                      
 
? 
T 
T 
T 
F 
T 
T 
T 
 
 
? 
ir 
r 
r 
ir 
r 
r 
r 
 
(Subramanian et al., 1998) 
(Pourquier et al., 1997) 
(Pourquier et al., 2001) 
(Pommier et al., 2000b) 
(Pommier et al., 2000a) 
(Pommier et al., 2002) 
(Pourquier et al., 1998) 
(Antony et al., 2004) 
 
(1) Mécanisme de production des complexes de clivage Top1 : T : « Trapping » des 
complexes de clivage Top1 (inibition de religation) ; B : augmentation de la liaison ; F : 
augmentation de la réaction de clivage « forward » (en avant) 
(2)  REV : Réversibilité des complexes de clivage Top1 : r, réversible ; ir, irréversible. 
 
(Adapté de Pommier, 2006) 
 
III.3.3 Stabilisation des complexes Top1-ADN dans les cellules 
apoptotiques  
 
La stabilisation des complexes Top1-ADN a également été observée dans les 
cellules apoptotiques. Ces complexes de clivage, appelés « complexes Top1-ADN 
apoptotiques » ont été détectés dans différentes cellules humaines en réponse à une variété 
d’inducteurs d’apoptose qui par eux-mêmes ne sont pas des inhibiteurs directs de la Top1 
(Ganguly et al., 2007 ; Rockstroh et al., 2007 ; Ganguly et al, 2007 ; Rockstroh et al, 2007 ; 
Soe et al, 2004 ; Sordet et al, 2006 ; Sordet et al, 2008a ; Sordet et al, 2004a ; Sordet et al, 
2004c) (pour revues, voir Sordet et al, 2004b ; Sordet et al, 2007 ; Sordet & Solier, 2012). 
Les agents identifiés qui produisent des complexes TOP1-ADN apoptotiques sont 
indiqués dans la Table 7. La formation des complexes TOP1-ADN apoptotiques est 
 	
conservée chez le parasite Leishmania donovani (Sen et al., 2007). Ainsi, la stabilisation 
des complexes Top1-ADN semble être un processus général de la mort par apoptose.  
 
Table 7 : Agents connus pour induire des complexes Top1-ADN apoptotiques. 
 
Agents Cible (s) intracellulaire (s) Références 
Vinblatine 
Taxol 
Colcémide 
Insertion à l’interface d’un hétérodimère de 
tubuline 
(Rockstroh et al, 2007) 
; Sordet et al, 2006) 
TRAIL 
Fas ligand 
TNF-α 
Active les récepteurs DR4 et DR5 à la 
membrane plasmique 
Active le récepteur Fas à la membrane 
plasmique 
Active le récepteur TNFR1 à la membrane 
plasmique 
(Rockstroh et al., 
2007; Sordet et al., 
2008a)  
Antimycine 
BH3I-2’ 
Mimétiques de BH3 qui se lient et inhibent 
l’effet anti-apoptotique de BCL-XL à la 
mitochondrie  
(Sordet et al., 2008a) 
Trioxyde 
d’arsenic 
Induit l’accumulation intracellulaire de radicaux 
libres de l’oxygène 
(Sordet et al., 2004b) 
Staurosporine 
Inhibiteur de protéines kinases: Chk1, Chk2, 
PDK1, PKC 
(Ganguly et al., 2007; 
Sen et al., 2007; Sordet 
et al., 2004a) 
UV radiation Production de dimères de pyrimidine, de 
photoproduits (6-4) et de lésions oxydatives 
(Soe et al., 2004) 
 
La formation des complexes Top1-ADN est associée au programme apoptotique. 
D’après le modèle actuel, les complexes Top1-ADN sont préférentiellement formés par la 
Top1 clivée par la caspase-3 et stabilisée sur l’ADN à proximité de bases oxydées 
produites par les radicaux libres de l’oxygène au cours de l’apoptose; ces radicaux étant 
générés par les mitochondries par un mécanisme dépendant des caspases (Figure 22) 
(Sordet et al., 2008a ; Sordet and Solier, 2012). Des expériences de déplétion de Top1 par 
siRNA et shRNA suggèrent que les complexes TOP1-ADN participent aux modifications 
nucléaires associées à l’apoptose incluant la fission nucléaire et la libération de corps 
apoptotiques dans l’espace intercellulaire (Sordet et al., 2008a). Ces observations 
soulèvent la possibilité que la Top1 puisse participer au programme apoptotique en 
favorisant la reconnaissance et l’élimination des cellules apoptotiques. 
 
                                
 	
                                   
 
Figure 22 : Voies moléculaires proposées pour la formation des complexes Top1-
ADN apoptotiques.  
La plupart des stimuli apoptotiques activent la voie mitochondriale de l’apoptose 
entrainant l’activation de la caspase-3 et l’accumulation de ROS. La caspase-3 activée 
clive la Top1 et augmente la génération de ROS qui produisent des lésions oxydatives de 
l’ADN (8-oxoguanine, sites abasiques et cassures). La Top1 clivée par la caspase-3 est 
stabilisée sur l’ADN à proximité de lésions oxydatives et forme des complexes Top1-
ADN apoptotiques. La tyrosine 723 de la Top1 (Y723) qui se lie de façon covalente à 
l’ADN est indiquée en jaune. Ces complexes pourraient participer aux modifications 
nucléaires associées à l’apoptose incluant la fission nucléaire et la libération de corps 
apoptotiques dans l’espace intercellulaire et pourraient ainsi contribuer à la 
reconnaissance et l’élimination des cellules apoptotiques. Il est possible que ces 
évènements apoptotiques puissent dépendre des fonctions non classiques de la Top1, 
indépendamment de son activité catalytique.  
(D’après Sordet and Solier, 2012) 
 
 
 
 
 	
 
III.4 Dommages à l’ADN induits par les inhibiteurs de 
topoisomerases I 
 
Les complexes Top1-ADN réversent rapidement après le retrait de la 
camptothécine du milieu de culture et des expositions courtes à la camptothécine (moins 
d’une heure) sont relativement peu cytotoxiques. Une exposition prolongée à la 
camptothécine est requise pour tuer les cellules, lorsque les complexes Top1-ADN 
réversibles sont convertis en complexes Top1-ADN irréversibles et en dommages à 
l’ADN par le métabolisme cellulaire, principalement la réplication et la transcription.  
 
III.4.1 Cassures double-brin de l’ADN induites par la réplication et 
réponse cellulaire 
 
La collision des fourches de réplication semble être le principal mécanisme de la 
cytotoxicité des camptothécines dans les cellules réplicatives. En effet, les cellules 
cancéreuses en culture ont tendance à être résistante à la camptothécine lorsqu’elles sont 
hors de la phase S (Horwitz and Horwitz, 1973 ; O'Connor et al., 1991) ou lorsque la 
réplication est arrêtée au moment du traitement par la camptothécine (Holm et al., 1989; 
Hsiang et al., 1989a).  
Les complexes Top1-ADN stabilisés sont convertis en cassures double-brin 
(DSBs) de l’ADN par “replication run-off” lorsque le brin leader est répliqué jusqu’au 
dernier nucléotide en 5’ d’un complexe Top1-ADN (figure 23). Un autre modèle a été 
proposé où les DSBs sont produites par le clivage par l’endonucléase Mus81 de super-
enroulements positifs de la chromatine qui s’accumulent en amont des fourches de 
réplication (Koster et al., 2007). 
Les DSBs dépendantes de la réplication produites en réponse à la camptothécine 
activent une réponse « classique » incluant l’activation des kinases ATM, ATR et DNA-
PK et la phosphorylation de leurs substrats comme les protéines de checkpoint Chk1 et 
Chk2, l’histone H2AX et p53 (Furuta et al., 2003 ; Seiler et al., 2007 ; Shao et al., 1999 ; 
Takemura et al., 2006) (cf chapitre II : La cassure double-brin). Des défauts dans la 
réponse aux DSBs entraîne généralement une hypersensibilité des cellules à la 
camptothécine (pour revue, voir Pommier et al., 2006). 
 		
III.4.2 Cassures double-brin de l’ADN induites par la transcription et 
réponse cellulaire 
 
Les complexes Top1-ADN stabilisés par les camptothécines bloquent la 
progression de l’ARN polymérase II. Les complexes transcriptionnels peuvent être 
bloqués physiquement quelques paires de bases en amont d’un complexe Top1-DNA par 
l’accumulation de super-enroulement positif de la chromatine devant l’ARN polymérase 
II en cours de transcription (Bendixen et al., 1990 ; Mondal et al., 2003 ; Wu and Liu, 1997) 
(pour revue, voir Capranico et al., 2007). Il a été proposé que les complexes 
transcriptionnels, de manière similaire aux complexes réplicationnels, convertissent les  
complexes Top1-ADN réversibles en complexes Top1-ADN irréversibles et en dommages 
à l’ADN (Bendixen et al., 1990 ; Wu and Liu, 1997). Toutefois, dans les cellules tumorales 
qui sont fortement prolifératives, la transcription semble contribuer beaucoup moins que 
la réplication à l’activité anti-tumorale des camptothécines. C’est seulement à des fortes 
concentrations (> 1 µM) que la cytotoxicité des camptothécines devient indépendante de 
la réplication (Holm et al., 1989 ; O'Connor et al., 1991). Néanmoins, la camptothécine peut 
induire une apoptose transcription dépendante dans des cellules non-réplicatives comme 
des neurones post-mitotiques (Morris and Geller, 1996) et des fibroblastes quiescents (A. 
Cristini et O. Sordet, non publié). 
 La nature des dommages à l’ADN et des réponses cellulaires en aval induits par la 
transcription est moins bien caractérisée que dans le cas des dommages induits par la 
réplication. Il a récemment été montré que le blocage transcriptionnel par les complexes 
Top1-ADN stabilisés par la camptothécine entraîne la production de DSBs par un 
mécanisme dépendant des R-loops (figure 23) (Sordet et al., 2010 ; Sordet et al., 2009). Les 
R-loops, qui sont connus pour induire des DSBs et une instabilité génomique, sont  des 
structures d’acide nucléique à 3 brins composées d’un hybride ARN:ADN et d’un ADN 
simple-brin identique à la molécule d’ARN (Aguilera and Garcia-Muse, 2012 ; Huertas and 
Aguilera, 2003 ; Li and Manley, 2005). Elles résultent, en amont de l’ARN polymérase II, 
de l’appariement de l’ARN naissant avec l’ADN matrice correspondant (Aguilera and 
Garcia-Muse, 2012). Les R-loops pourraient se former par l’accumulation du super-
enroulement négatif, qui facilite l’ouverture des 2 brins d’ADN, derrière les complexes de 
transcription bloqués par les complexes Top1-ADN (Drolet et al., 2003). L’inhibition de 
l’activité SR-kinase de la Top1 par la camptothécine (Soret et al., 2003) pourrait également 
 	

favoriser les R-loops en interférant avec le splicing en raison d’une hypophosphorylation 
des protéines ASF (Li and Manley, 2005). Les DSBs co- transcriptionnelles induites par la 
camptothécine ont été détectées dans des neurones et des lymphocytes primaires post-
mitotiques (Sordet et al., 2009 ; Zhang et al., 2011), des fibroblastes quiescents après 
privation de sérum (A. Cristini et O. Sordet, non publié) ainsi que dans la population hors-
phase S de cellules cancéreuses (Sordet et al., 2009 ; Sakasai et al, 2010 ; Sordet et al, 
2009).  
 Les DSBs dépendantes de la transcription produites en réponse à la camptothécine 
activent une réponse dépendante d’ATM et indépendante d’ATR dans les cellules post-
mitotiques (Lin et al., 2008 ; Sordet et al., 2009) ainsi que dans la population hors phase-S 
de cellules cancéreuses (Huang et al., 2010 ; Sakasai et al., 2010). ATM activée par les 
DSBs transcriptionnelles phosphoryle de nombreuses protéines de la réponse aux 
dommages à l’ADN incluant H2AX, 53BP1, Chk2 et p53. Dans des fibroblastes 
quiescents traités par la camptothécine, il a été montré que DNA-PK est requis pour la 
localisation d’ATM activée au site des DSBs co-transcriptionnelles et pour la 
phosphorylation de ses substrats sur la chromatine (A. Cristini et O. Sordet, non publié). 
Des études complémentaires devraient révéler le rôle des DSBs co-transcriptionneles et de 
la réponse ATM-dépendante en aval dans la sensibilité des cellules tumorales aux 
camptothécines.  
La dégradation de la Top1 est une autre conséquence du blocage transcriptionnel 
par les complexes Top1-ADN. En réponse à la camptothécine, la Top1 est ubiquitinylée et 
dégradée par le protéasome (Desai et al., 2003). La dégradation de la Top1 est 
sélectivement dépendante de la transcription et indépendante de la réplication (Desai et al., 
2003 ; Sordet et al., 2008b). La dégradation de la Top1 est déficiente dans la plupart des 
cellules tumorales en comparaison avec les cellules normales. Ainsi, Liu et al ont proposé 
que la dégradation de la Top1 dans les tissus normaux pourrait agir comme un mécanisme 
protecteur par lequel les cellules normales s’adaptent à la camptothécine en déplétant la 
Top1, alors que les cellules tumorales ne le font pas (Desai et al., 2001). Les causes de 
cette réponse différentielle sont très mal comprises. Il a été montré que Brca1, une 
protéine qui possède une activité E3 ligase (Baer and Ludwig, 2002), est impliquée dans la 
dégradation de la Top1 en réponse à la camptothécine (Sordet et al., 2008b). Il est possible 
que le défaut de dégradation de la Top1 dans les cellules cancéreuses (Desai et al., 2001) 
 	
soit en relation avec les mutations activatrices de Brca1 qui apparaissent fréquemment 
lors de la tumorigenèse (Fackenthal and Olopade, 2007). En plus de Brca1, l’E3 ligase 
cullin 3 a été impliquée dans la dégradation de la Top1 en réponse à la camptothécine 
(Zhang et al., 2011).  
 
 
 
Figure 23 : Conversion des complexes Top1-ADN stabilisés par la camptothécine en 
DSBs lors de la réplication et la transcription.  
(i) Représentation schématique d’un complexe Top1-ADN trappé par la camptothécine. 
La Top1 crée une liaison covalente avec l’extrémité 3’ de l’ADN clivée. (ii) Lorsqu’un 
complexe Top1-ADN est sur le brin leader (bleu foncé) pour la synthèse d’ADN, l’ADN 
polymérase synthétise le brin leader naissant (rouge) jusqu’au dernier nucléotide en 5’ du 
complexe Top1-ADN, générant ainsi une cassure double-brin réplicationelle (Rep-DSB). 
(iii) Lorsqu’un complexe Top1-ADN est sur le brin transcrit, l’ARN polymérase II arrête 
l’élongation de l’ARN naissant (orange) et devient hyperphosphorylée. Un hybride 
ARN:ADN (R-loop) se forme derrière l’ARN polymérase II arrêtée en transcription 
générant une cassure double-brin transcriptionnelle (Txn-DSB). L’accumulation du super-
enroulement négatif derrière l’ARN polymérase II et l’inhibition de l’activité SR-kinase 
de la Top1 par la camptothécin pourraient favoriser la formation de R-loops (pour revues, 
voir (Pommier, 2006; Sordet et al., 2010) (d’après Sordet and Solier, 2012). 
 

RESULTATS  
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« Chk2-dependent induction of RhoB facilitates γ-H2AX 
dephosphorylation and DNA double-strand break repair » 
Kenza Mamouni, Agnese Cristini, Sylvie Monferran, Anthony Lemarié, Jean-Charles Faye, 
Gilles Favre, Olivier Sordet. 
 
RhoB est surexprimée et activée en réponse à divers génotoxiques bien que les 
mécanismes d’induction et la relevance fonctionnelle de cette induction restent mal 
compris. RhoB possède également des propriétés de suppresseur de tumeurs. Son 
expression diminue lors de la progression tumorale et la perte de RhoB favorise la 
prolifération cellulaire et l’invasion.  
Pour étudier le rôle de RhoB dans la réponse aux dommages à l’ADN et son 
implication potentielle dans la progression tumorale, nous avons utilisé la camptothécine 
(CPT), un inhibiteur sélectif de la topoisomérase I qui produit des cassures double-brin 
(DSBs) de l’ADN. Nous montrons que : 
1- Dans les cellules traitées par la CPT, les DSBs induisent l’expression de RhoB 
par un mécanisme qui dépend de Chk2 et de son substrat HuR qui se lie à l’ARNm de 
RhoB et prévient sa dégradation.  
2- Des cellules déficientes en RhoB présentent un défaut de déphosphorylation de 
γH2AX après le retrait de la CPT, suggérant un défaut de réparation des DSBs.  
3- Les cellules déficientes en RhoB présentent également une diminution de 
l’activité de la PP2A, une phosphatase pour γH2AX et d’autres protéines de la 
signalisation et de la réparation des dommages à l’ADN.  
Nous proposons que les DSBs activent une voie Chk2-HuR-RhoB qui favorise la 
déphosphorylation de γH2AX par PP2A. Enfin, nous montrons que les cellules déficientes 
en RhoB accumulent du γH2AX endogène et des anomalies chromosomiques, suggérant 
que la perte de RhoB augmente l’instabilité génomique induite par les DSBs et la 
progression tumorale.  
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SUMMARY 
Unlike other Rho GTPases, RhoB is rapidly induced by DNA damage and its expression 
decreases during cancer progression. Because inefficient repair of DNA double-strand breaks 
(DSBs) can lead to cancer, we investigated whether camptothecin (CPT), an anticancer drug 
that produces DSBs, induces RhoB expression, and examined its role in the CPT-induced 
DNA damage response. We show that, in CPT-treated cells, DSBs induce RhoB expression 
by a mechanism that depends on Chk2 and its substrate HuR that binds to and protects RhoB 
mRNA against degradation. RhoB deficient cells fail to dephosphorylate H2AX following 
CPT removal indicating defective DSB repair. These cells also show decreased activity of 
PP2A, a phosphatase for H2AX. Thus, we propose that DSBs activate a Chk2-HuR-RhoB 
pathway that promotes PP2A-mediated dephosphorylation of H2AX. Finally, we show that 
RhoB deficient cells accumulate endogenous H2AX and chromosomal abnormalities, 
suggesting that RhoB loss increases DSB-mediated genomic instability and tumor 
progression.  
 
HIGHLIGHTS 
 DNA double-strand breaks rapidly induce RhoB expression 
 Chk2 promotes HuR to bind to and protect RhoB mRNA against degradation 
 RhoB promotes PP2A-mediated dephosphorylation of H2AX and repair 
 RhoB deficient cells accumulate endogenous H2AX foci and chromosomal abnormalities 
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INTRODUCTION  
RhoB is a small GTPase from the Rho family of proteins implicated in various intracellular 
functions including actin cytoskeletal organization (Etienne-Manneville and Hall, 2002). 
Besides its well-established roles, RhoB emerged as an early DNA damage-inducible gene. 
RhoB is readily induced in response to various genotoxics including UV and cisplatin 
(Canguilhem et al., 2005; Fritz et al., 1995) although the molecular mechanisms of induction 
and functional relevance remain unclear. RhoB also differs from other Rho proteins, as it 
possesses tumor suppressor functions. RhoB expression decreases during the progression of 
various tumors and loss of RhoB promotes cell proliferation, invasion and metastasis 
(Bousquet et al., 2009; Huang and Prendergast, 2006).   
DNA double-strand breaks (DSBs) are among the most severe lesions and their 
inefficient repair can initiate genomic instability, ultimately leading to cancer (Bonner et al., 
2008; Harper and Elledge, 2007). DSB repair requires the recruitment of DNA damage 
response (DDR) proteins in the vicinity of damaged chromatin (Lukas et al., 2011). The 
serine/threonine kinases ATM, ATR and DNA-PK are readily activated by DSBs and 
phosphorylate various DDR proteins including histone H2AX and checkpoint kinase 2 
(Chk2). Phosphorylation of these proteins is critical for efficient DDR and repair. These 
phosphorylations are reversible and taking out by specific serine/threonine phosphatases 
including PP2A, PP4, PP1, PP6 and Wip1 (Freeman and Monteiro, 2010). Accumulating 
studies indicate that the timely dephosphorylation of DDR proteins is required for DSB repair 
(Chowdhury et al., 2005; Kalev et al., in press; Wang et al., 2009).  
Topoisomerase I (Top1) removes DNA torsional stress generated during replication 
and transcription by forming transient Top1-DNA cleavage complexes (Top1cc). The rapid 
resealing of Top1cc is inhibited by camptothecin (CPT) and its derivatives used to treat 
cancers that bind selectively at the Top1-DNA interface (Pommier, 2006). Stabilized Top1cc 
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interfere with the progression of replication and transcription complexes, which result in the 
production of DSBs (Furuta et al., 2003; Sordet et al., 2009). CPT is a sharp tool to dissect the 
cellular response to DSBs as it has no other target besides Top1. CPT also has the advantage 
of trapping Top1cc reversibly. Indeed, Top1cc reverse fully within minutes after washing out 
CPT (Pommier, 2006). Here we used CPT to determine whether DSBs induce RhoB and 
examined both the mechanisms of induction and its functional relevance.  
 
RESULTS AND DISCUSSION 
RhoB is rapidly and selectively induced in response to DSBs  
Exposure of human cancer cells to 25 μM CPT revealed a 2-fold increase of RhoB mRNA 
within 30 min (Figure 1A). At this CPT concentration, the levels of RhoB mRNA reached a 
maximum 5-fold increase after 2 h (Figure 1A). To investigate whether the induction of RhoB 
mRNA was dose-dependent, cells were treated for 4 h with increasing CPT concentrations. 
RhoB induction was clearly detected at 1 μM and increased with CPT concentration (Figure 
1B). By contrast, the two RhoB homologs RhoA and RhoC were not induced after short 
exposures to CPT (Figure 1C). RhoE, another member of the Rho family, has been identified 
as a p53-inducible gene in response to genotoxics (Ongusaha et al., 2006). The authors 
focused on upregulation of RhoE mRNA after long exposures to genotoxics, typically 12 h or 
longer. Figure 1C shows no increase in RhoE mRNA after short exposures to CPT in p53 
wild-type U2OS cells, under conditions where RhoB mRNA levels reached a maximum 
increase.  
Increase in RhoB mRNA was associated with an increase in RhoB protein that was 
detectable 1 h after CPT treatment (Figures 1D and 1E). Pull-down of active (GTP-bound) 
Rho proteins followed by immunoblotting with an anti-RhoB antibody indicated that CPT 
induced both total and active RhoB proteins (Figure S1A), although it is still unclear whether 
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these two events are connected. Under these conditions, the levels of total and active RhoA 
remained unchanged (Figures 1D and 1E, and Figure S1A), which is consistent with the lack 
of induction of RhoA mRNA after CPT treatment (Figure 1C).  
Because DSBs are readily produced in CPT-treated cells (Pommier, 2006), we tested 
whether they could be the initiating events for RhoB induction. Figure 1D shows that the 
increase in RhoB protein coincided with the phosphorylation of H2AX at Ser139 (referred to 
as H2AX), a marker for DSBs (Bonner et al., 2008). To test more directly the role of DSBs, 
we examined whether inhibition of replication would prevent the induction of RhoB in 
response to 1 μM CPT. DSBs are primarily produced during replication at low concentrations 
( 1 μM) of CPT (Furuta et al., 2003). The use of higher concentrations of CPT was not 
straightforward because transcription-dependent DSBs are also produced (Sordet et al., 2009) 
and inhibiting transcription can affect directly RhoB mRNA levels. Figure 1F shows that the 
replication inhibitor aphidicolin prevented both CPT-induced H2AX and RhoB mRNA, 
indicating that DSBs promote RhoB upregulation.  
Although RhoB can be induced in cells undergoing apoptosis (Kim et al., 2010), it is 
unlikely that the early increase of RhoB induced by CPT resulted from the activation of 
apoptotic pathways. Increase of RhoB preceded from several hours the caspase-dependent 
cleavage of PARP (compare Figures 1A-D and Figure S1B), and was not prevented by the 
pan-caspase inhibitor zVAD-fmk (Figure S1C). Together, these results indicate that RhoB is 
induced rapidly and selectively in response to CPT-induced DSBs prior to and independently 
of apoptosis. 
 
HuR-dependent stabilization of RhoB mRNA in CPT-treated cells 
Increase of both transcription and transcript stability has been involved in the upregulation of 
RhoB mRNA in UV-exposed cells (Canguilhem et al., 2005; Westmark et al., 2005). To 
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examine RhoB transcription, we linked its promoter to a luciferase reporter gene. Figure 2A 
shows that CPT did not increase luciferase activity in cells transfected with this construct, 
indicating that transcription is unlikely to account for the upregulation of RhoB mRNA. Next, 
we compared the stability of RhoB mRNA between untreated and CPT-treated cells. 
Experiments performed in the presence of the transcription inhibitor flavopiridol, revealed 
that the half-life of RhoB mRNA was greatly prolonged in CPT-treated cells (Figure 2B).  
The RNA-binding protein HuR is known to bind to and stabilize target mRNAs 
(Brennan and Steitz, 2001). RhoB mRNA contains a HuR binding site in its 3’UTR (Glorian 
et al., 2011) and a constitutive HuR-RhoB mRNA interaction has been found by RNA 
immunoprecipitation coupled with microarray analyses (RIP-chip) (Masuda et al., 2011). To 
test the potential role of HuR in the enhanced stability of RhoB mRNA, we tested whether 
HuR inhibition affected CPT-induced RhoB mRNA. Figure 2C shows that siRNA-mediated 
depletion of HuR decreased the induction of RhoB mRNA. To further implicate HuR, we 
examined its binding to RhoB mRNA by RIP experiments. Endogenous HuR was 
immunoprecipitated and the levels of co-immunoprecipitated RhoB mRNA were analyzed by 
RT-qPCR. In untreated cells, RhoB transcripts were enriched in HuR immunoprecipitates 
compared with those in control (Figure 2D) indicating that HuR binds to RhoB mRNA under 
normal condition as expected (Masuda et al., 2011). Cellular exposure to CPT resulted in a 
further enrichment of RhoB mRNA in HuR immunoprecipitates, which was detected within 
30 min and increased with time of CPT exposure (Figure 2D). A similar increase in HuR-
RhoB mRNA interaction has been observed after short exposures to UV (Westmark et al., 
2005), suggesting that HuR-dependent stabilization of RhoB mRNA is a common mechanism 
for the early induction of RhoB by genotoxics.  
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Chk2-dependent HuR-RhoB mRNA interaction in response to DSBs 
Chk2 is a serine/threonine kinase readily activated by DSBs (Pommier et al., 2005). Active 
Chk2 phosphorylates HuR with RNA recognition motifs, and modulates HuR binding to 
target mRNAs (Abdelmohsen et al., 2007; Masuda et al., 2011). As expected, CPT induced 
rapid phosphorylation of Chk2 at Thr68 (Figure 2E), which reflects its activation (Pommier et 
al., 2005). Chk2 Thr68-phosphorylation was detected 30 min after CPT treatment (Figure 2E) 
and coincided with the increased association of HuR to RhoB mRNA (Figure 2D).  
To assess directly the involvement of Chk2, we used HCT15 cells (Chk2-deficient) 
stably expressing wild-type (Chk2-WT) or kinase-dead Chk2 (ChK2-KD). The levels of HuR 
protein were comparable in Chk2-WT and Chk2-KD cells and were unaffected by CPT 
treatment (Figures 2E and 2H). Figure 2F shows that HuR binding to RhoB mRNA was 
reduced in Chk2-KD cells compared to Chk2-WT cells in response to CPT. As a control, 
parental HCT15 cells (Chk2-deficient) exhibited similar induction defect in RhoB mRNA 
(Figure S2) as Chk2-KD cells (Figure 2G). These results led us to test whether CPT-induced 
RhoB was also reduced in Chk2-KD cells. The induction of RhoB mRNA (Figure 2G) and 
protein (Figure 2H) was defective in Chk2-KD cells treated with CPT. Both WT and Chk2-
KD cells showed identical induction of H2AX in response to CPT (Figure 2H) indicating 
that the defective response of Chk2-KD cells is not caused by a decrease amount of DSBs. 
Thus, we propose that in CPT-treated cells, DSBs induce Chk2-dependent phosphorylation of 
HuR, which promotes HuR to bind to and stabilize RhoB mRNA. Other parallel pathways 
besides Chk2 probably also contribute to HuR-dependent stabilization of RhoB mRNA as 
Chk2-KD cells are not completely defective for HuR-RhoB mRNA interaction (Figure 2F) 
and RhoB induction (Figures 2G and 2H).  
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RhoB facilitates H2AX dephosphorylation in CPT-treated cells 
To assess the potential role of RhoB in the cellular response to CPT, we compared survival of 
wild-type (WT) and RhoB-deficient (RhoB-/-) E6-immortalized MEF cells (Figure S3A) after 
CPT treatment. Cells were treated with increasing concentrations of CPT and CPT sensitivity 
was assessed by WST-1 survival assays. Figure 3A shows that RhoB-/- cells are more 
sensitive than WT to CPT, indicating that RhoB participates in the cellular response to CPT.  
 Because the cytotoxicity of CPT depends on Top1cc-induced DSBs (Pommier, 2006), 
we analyzed the influence of RhoB on both the formation of Top1cc and the production of 
DSBs. Primary cells (WT and RhoB-/-; Figure S3B) were used as they normally have low 
H2AX background (Lobrich et al., 2010). Our results indicated that CPT-induced Top1cc 
(Figure 3B) and H2AX levels (Figures 3C and S3C) were similar in WT and RhoB-/- cells. 
We therefore hypothesized that the hypersensitivity of RhoB-/- cells could instead 
result from a defect in the repair of those DSBs. To determine kinetics of DSB repair, we 
analyzed kinetics of H2AX dephosphorylation (Lobrich et al., 2010). WT and RhoB-/- cells 
were exposed to CPT for 1 h, washed, and H2AX dephosphorylation was followed post-CPT 
treatment (see protocol in Figure 3D). After termination of the CPT treatment, H2AX levels 
decreased by approximately 70% within 7 h in WT cells (Figures 3E and 3F), which is 
consistent with kinetics and magnitude of H2AX foci loss after exposure to ionizing 
radiation (Goodarzi et al., 2008). Under these conditions, H2AX levels were not significantly 
reduced in RhoB-/- cells (Figures 3E and 3F). Immunofluorescence microscopy confirmed the 
pronounced defect of H2AX dephosphorylation in RhoB-/- cells after removal of CPT 
(Figure S3C). In addition, siRNA-mediated depletion of RhoB in human HCT116 cells 
(Figure S3D) also resulted in marked reduction of H2AX dephosphorylation after removal of 
CPT (Figure 3G). Analysis of endogenous Top1cc showed that they reversed efficiently in 
both WT and RhoB-/- cells after removal of CPT (Figure S3E). Thus, it is unlikely that the 
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persistent H2AX signal in RhoB-/- cells simply resulted from the further production of DSBs 
after termination of the CPT treatment. These results indicate that RhoB promotes H2AX 
dephosphorylation in CPT-treated cells, which reflects DSB repair. 
 
RhoB-deficient cells are defective for PP2A activity 
Several serine/threonine phosphatases (PP2A, PP4, PP1, PP6, and Wip1) participate in the 
dephosphorylation of H2AX (Freeman and Monteiro, 2010). Although the exact contribution 
of each of them is unclear, PP2A seems the main phosphatase for H2AX in response to CPT 
(Chowdhury et al., 2005). PP2A inhibition induces persistent H2AX and DSBs in CPT-
treated cells and increases cellular sensitivity to CPT (Chowdhury et al., 2005), similar effects 
to those observed in RhoB-deficient cells (Figures 3A to 3G). We therefore examined whether 
RhoB inhibition could affect PP2A activity. 
Consistent with the prevalent role of PP2A for removing H2AX in CPT-treated cells 
(Chowdhury et al., 2005), inhibition of PP2A with fostriecin or okadaic acid completely 
prevented H2AX dephosphorylation following removal of CPT (Figure 3H). Next, we 
measured PP2A activity in WT, RhoB-/-, and RhoB-/- cells complemented with HA-RhoB. 
The levels of PP2A(C) protein were similar in all cell populations (Figure 3I). Figure 3J 
shows that PP2A activity was reduced in RhoB-/- cells compared to WT and RhoB-/- cells 
complemented with HA-RhoB. Although PP2A(C) can bind to RhoB (Lee et al., 2007), it is 
unclear whether this interaction is important for PP2A activity. Further studies will be 
required to determine how RhoB expression stimulates PP2A activity.  
It is now well documented that inhibition of PP2A activity impairs DSB repair 
(Chowdhury et al., 2005; Kalev et al., in press; Wang et al., 2009). PP2A may stimulate DSB 
repair by the timely dephosphorylation of other DDR proteins besides H2AX. In response to 
CPT, PP2A dephosphorylates Ku and DNA-PKcs, which enhances the formation of 
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Ku/DNA-PKcs complex and facilitates DSB repair by non-homologous end-joining (Wang et 
al., 2009). PP2A dephosphorylates also ATM, RPA, Chk2 and Chk1 (Freeman and Monteiro, 
2010) although it is still unclear whether their dephosphorylation is important for repair. 
PP2A may also stimulate DSB repair by dephosphorylating non-DDR proteins such as Akt1 
(Kuo et al., 2008). Indeed, phosphorylated/active Akt1 has been reported to inhibit 
homologous recombination by inducing cytoplasmic retention of Brca1 and Rad51 (Plo et al., 
2008). It is therefore possible that RhoB inhibition prevents DSB repair by inhibiting the 
PP2A-dependent dephosphorylation of Akt1. This hypothesis is concordant with our previous 
finding that loss of RhoB expression promotes activation of Akt1 (Bousquet et al., 2009). 
Whatever the mechanism for PP2A to promote DSB repair, our finding that RhoB-deficient 
cells are defective for PP2A activity links RhoB expression to DSB repair.  
 
RhoB-deficient cells reveal endogenous H2AX foci and genomic instability  
We therefore examined whether RhoB-deficient cells would accumulate endogenous DSBs. 
We analyzed H2AX nuclear foci by immunofluorescence microcopy in WT and RhoB-/- 
cells in the absence of treatment. This technique is highly sensitive as it can detect a single 
DSB focus per cell (Bonner et al., 2008). Figure 4A revealed elevated H2AX foci in RhoB-/- 
cells compared to WT. Quantitative analyses of the microscopy images showed that 
approximately 25% of RhoB-/- nuclei formed more than 15 H2AX foci compared to 3% in 
WT cells (Figure 4B). 
Inefficient repair of DSBs can initiate genomic instability (Bonner et al., 2008; Harper 
and Elledge, 2007). To evaluate genomic instability in RhoB-/- cells we performed 
comparative genomic hybridization (CGH) whole-genome tiling arrays. Results, exemplified 
by chromosome 8 (Figure 4C), show amplification and deletion events that concerned 
approximately 0.5 % of the whole genome of RhoB-/- cells compared to WT cells (Figures 
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4D). Together these experiments suggest that RhoB loss increases endogenous DSBs and 
genomic instability.  
In conclusion, we propose that DSBs activate a Chk2-HuR-RhoB pathway that 
promotes PP2A-mediated dephosphorylation of H2AX and repair (Figure 4E). These 
findings identify RhoB as the first Rho GTPase involved in the DNA damage response 
(DDR). Its involvement in the DDR and repair is further supported by independent studies 
showing that RhoB deficient cells are hypersensitive to other genotoxics besides CPT (present 
study) including ionizing radiation (Ader et al., 2003) and UV (Canguilhem et al., 2005), and 
that RhoB-/- mice are more susceptible to form tumors in response to DMBA, whose 
metabolites induce DNA damage (Liu et al., 2001). In addition, our observations that RhoB 
deficient cells have elevated endogenous DSBs and chromosomal abnormalities (Figure 4) 
suggest that loss of RhoB expression during tumor progression (Bousquet et al., 2009; Huang 
and Prendergast, 2006) could promote oncogenesis by increasing DSB-mediated genomic 
instability. 
 
EXPERIMENTAL PROCEDURES 
Cells and chemicals. U2OS and HCT116 cell lines were obtained from the American Type 
Culture Collection (ATCC). HCT15 cells stably expressing wild-type Chk2 or kinase-dead 
Chk2 were from Yves Pommier (NIH, Bethesda, USA). MEF cells (WT and RhoB-/-) and 
primary MDF cells (WT and RhoB-/-) were established in the laboratory. CPT and other 
chemicals were obtained from Sigma-Aldrich.  
 
RNA imunoprecipitation. Immunoprecipitation of HuR-associated RNAs was done as 
described (Glorian et al., 2011) with minor modifications. Precleared cell extracts were 
incubated overnight at 4°C with protein A/G–agarose beads (Sigma-Aldrich) coupled with 
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anti-HuR antibody (3A2; Santa Cruz). Immunoprecipitated RNAs were extracted using 
TRIzol LS Reagent (Invitrogen) before analysis by RT-qPCR. For details, see supplemental 
experimental procedures. 
 
Reverse transcription qPCR. Total RNAs (MasterPure RNA Purification Kit; Epicentre) 
were subjected to reverse transcription (RT) using the iScript cDNA synthesis kit (Bio-Rad). 
Q-PCR analyses were performed on a CFX96 Real-time system device (Bio-Rad) using the 
IQ SYBR Green Supermix (Bio-Rad). All samples were analyzed in triplicate and 	-actin was 
used as endogenous control in the 

CT analysis. Primers are indicated in the supplemental 
experimental procedures.  
 
Immunofluorescence microscopy of H2AX. Cultures of WT and RhoB-/- primary MDF 
cells were processed for immunofluorescence microscopy as described in the supplemental 
experimental procedures using the anti-H2AX antibody from Millipore (05-636). 
 
Other materials and procedures are described in the Supplemental Experimental 
Procedures. 
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LEGENDS 
 Figure 1. Rapid and selective increase of RhoB by CPT-induced DSBs. (A,B) RhoB 
mRNA was analyzed by RT-qPCR in cells treated for the indicated times with 25 μM CPT 
(panel A; U2OS cells) and for the indicated CPT concentrations for 4 h (panel B; 
HCT15/Chk2WT cells). Mean ± SD of triplicate samples. (C) The indicated transcripts were 
analyzed by RT-qPCR in U2OS cells treated with 25 μM CPT (mean ± SD of three 
independent experiment). (D) Western blotting of RhoB, RhoA and H2AX in U2OS cells 
treated with 25 μM CPT. Tubulin: loading control. (E) Quantification of RhoB and RhoA 
protein levels analyzed by Western blotting in U2OS cells treated with CPT (25 μM, 4.5 h). 
Mean  SD of three independent experiments. **, P<0.01; t-test. (F) HCT15-Chk2WT cells 
were treated with the replication inhibitor aphidicolin (APD: 1 μM, 15 min) before the 
addition of CPT (1 μM, 2 h). Top panel: RT-qPCR analysis of RhoB mRNA. Mean ± SD of 
three independent experiments. Asterisk denotes significant difference from CPT-treated cells 
without APD (P<0.05; t-test). Bottom panel: Western blotting of H2AX and H2AX. See also 
Figure S1.  
 
Figure 2. Chk2- and HuR-dependent stabilization of RhoB mRNA in response to CPT. 
(A) RhoB promoter activity was determined after transfection of U2OS cells with a RhoB 
promoter-luciferase reporter gene construct before treatment with 25 μM CPT. Mean  SD of 
three independent experiments. Positive control (+): cells treated with trichostatin A (1 μM, 
15 h). (B) U2OS cells were left untreated (circles) or treated with CPT (25 μM, 2 h) (squares) 
before the addition of the transcription inhibitor flavopiridol (FLV, 1 μM). RhoB mRNA was 
analyzed by RT-qPCR and normalized to the level at the time of FLV addition, which was 
taken at 100% (average of two independent experiments). Half-life (t1/2) of RhoB mRNA is 
indicated. (C) HCT116 cells were transfected with HuR-targeting or non-targeting (control) 
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siRNAs before treatment with CPT (25 μM, 6 h). Top panel: RT-qPCR analysis of RhoB 
mRNA (mean ± SD of triplicate samples). Bottom panel: Western blotting showing the 
efficiency of HuR silencing. Tubulin: loading control. (D) Increased HuR-RhoB mRNA 
interaction on CPT treatment. HuR was immunoprecipitated (IP) from HCT15/Chk2WT cells 
treated with 25 μM CPT. Control: IP with a non-immune IgG. Co-IP RhoB mRNA was 
analyzed by RT-qPCR relative to 	-actin mRNA in the input samples (mean ± SD of 
triplicate samples). (E) Phosphorylation of Chk2 on Thr68 was exmained by Western blotting 
in HCT15/Chk2WT cells treated with 25 μM CPT. Chk2 and HuR were examined in parallel. 
(F) Chk2-dependent binding of HuR to RhoB mRNA. HCT15/Chk2WT and HCT15/Chk2KD 
were treated with 25 μM CPT for 4 h and RhoB mRNA was analyzed in HuR IPs as in (D). 
(G,H) HCT15/Chk2WT and HCT15/Chk2KD cells were treated with 25 μM CPT. (G) RhoB 
mRNA was analyzed by RT-qPCR (mean ± SD of triplicate samples). (H) Western blotting of 
the indicated proteins. Phosphorylation of Chk2 on Ser516, which is an autophosphorylation 
site in response to DNA damage (Pommier et al., 2005), was used to control Chk2 kinase 
activity in cells expressing WT or KD Chk2. See also Figure S2. 
  
Figure 3. RhoB-deficient cells are defective for H2AX dephosphorylation after CPT 
removal and for PP2A activity. (A) WT and RhoB-/- MEF cells were treated with the 
indicated concentration of CPT for 72 h and cell survival was analyzed by WST-1 assay 
(mean ± SD of triplicate samples). (B) Detection of Top1 cleavage complexes (Top1cc) in 
WT and RhoB-/- primary MDF cells treated with CPT (25 μM, 1 h). Three concentrations of 
genomic DNA (5, 2.5, and 1.25 μg) were probed with an anti-Top1 antibody. (C) Western 
blotting of H2AX and H2AX in WT and RhoB-/- primary MDF cells treated with CPT (25 
μM, 1 h). (D) Cell treatment protocol to study H2AX dephosphorylation in response to CPT 
in panels E to H. Cells were treated with CPT for 1 h, and washed (W) and cultured in CPT-
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free medium (release) for the indicated times. (E) Western blotting of H2AX and H2AX in 
WT and RhoB-/- primary MDF cells (CPT: 25 μM). (F) Quantification of H2AX data shown 
in (E). Mean ± SD of three independent experiments. *, P<0.05; ***, P<0.001; t-test. (G) 
Western blotting of H2AX and H2AX in HCT116 cells transfected with RhoB-targeting or 
non-targeting (control) siRNAs (CPT: 1 μM; Release: 6 h). (H) Western blotting of H2AX 
and H2AX in HCT15/Chk2WT cells (CPT: 1 μM; Release: 5 h). Okadaic acid (OA; 100 nM; 
lane 4) and fostriecin (100 nM; lane 5) were added right after CPT removal (washes). (I,J) 
Primary MDF cells of each genotype were analyzed for RhoB and PP2A(C) expression by 
Western blotting (I) and for PP2A activity after PP2A(C) IP using Thr phosphopeptide, K-R-
pT-I-R-R, as a substrate. Mean ± SD of three independent experiments. *, P<0.05; ***, 
P<0.001; t-test (J). See also Figure S3.  
 
Figure 4. RhoB loss is accompanied with increased H2AX and chromosomal 
abnormalities. (A) Representative images of WT and RhoB-/- primary MDF cells after 
staining for H2AX (green). DNA was counterstained with DAPI (blue). Scale bar: 10 μM. 
(B) Quantification of the number of H2AX foci per nucleus. A minimum of 500 nuclei was 
analyzed per cell type (mean ± SD of three independent experiments). (C) CGH profile of 
chromosome 8 of RhoB-/- compared to WT MDF cells. (D) Table expressing the whole-
genome chromosomal amplification and deletion in RhoB-/- compared to WT MDF cells 
analyzed by CGH array. (E) Proposed molecular pathways for the role of RhoB in the DDR. 
Grey box: PP2A promotes DSB repair by dephosphorylating H2AX [1] and/or other DDR 
and non-DDR proteins [2] (see Results and Discussion).  
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Figure S1 is related to Figure 1: Rapid and selective increase of RhoB by CPT-induced 
DSBs.  
- Panel A shows that CPT induces the active form of RhoB.  
- Panels B and C show that CPT-induced RhoB is independent of apoptosis.  
 
Figure S2 is related to Figure 2: Chk2- and HuR-dependent stabilization of RhoB mRNA in 
response to CPT. 
- Panels A and B show that HCT15 cells (Chk2-deficient) are defective for CPT-induced 
RhoB mRNA compared to HCT15 cells stably expressing wild-type Chk2. 
 
Figure S3 is related to Figure 3: RhoB-deficient cells are defective for PP2A-mediated 
H2AX dephosphorylation after CPT removal.  
- Panel A shows the lack of RhoB expression in RhoB-/- MEF cells.  
- Panel B shows the lack of RhoB expression in RhoB-/- primary MDF cells.  
- Panel C shows that RhoB deficiency prevents H2AX dephosphorylation after CPT removal 
by immunofluorescence microscopy. 
- Panel D shows the efficiency of RhoB silencing by siRNA in HCT116 cells.  
- Panel E shows that Top1 trapping and reversal are similar in WT and RhoB-/- cells.  
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- Cell cultures 
- Western blotting 
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Supplemental Figures 
 
 
 
 
 
Figure S1 (related to Figure 1). (A) CPT induces the active form of RhoB. Active (GTP-
bound) Rho proteins were pull-downed with GST-Rhotekin-RBD (Rho binding domain) 
beads in extracts from U2OS cells treated with 25 μM CPT for 4 h. The active forms of RhoB 
and RhoA were detected by Western blotting with antibodies against RhoB and RhoA, 
respectively. Total RhoB and RhoA protein levels were examined in the extracts before GST-
Rhothekin-RBD pull-down (Input). (B,C) The induction of RhoB is independent of apoptosis 
in CPT-treated cells. (B) Time course of caspase-mediated PARP cleavage. Western blotting 
of PARP in U2OS cells treated with 25 μM CPT for the indicated times. PARPCL indicates the 
caspase-mediated cleaved PARP fragment. PARP antibody was from Cell Signaling 
(Cat#9542). (C) Caspase-independent increase of RhoB expression in response to CPT. 
Western blotting of RhoB in U2OS cells treated with the pan-caspase inhibitor z-VAD-fmk 
(100 μM; Bachem) before the addition of 25 μM CPT for 4 h. H2AX was used as a loading 
control.  
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Figure S2 (related to Figure 2). Chk2 is involved in the induction of RhoB mRNA in 
response to CPT. (A) Western blotting of Chk2 in HCT15 cells (deficient for Chk2) and 
HCT15 cells complemented with wild-type Chk2 (HCT15/Chk2WT). Asterisk denotes a non-
specific band revealed with the antibody used against Chk2 (Cell Signaling; Cat#2662). 
Tubulin was used as a loading control. (B) HCT15 and HCT15/Chk2WT were treated with 25 
μM CPT for 4 h and RhoB transcripts were analyzed by RT-qPCR (means ± SD of triplicate 
samples).   
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Figure S3 (related to Figure 3). (A,B) Western blotting of RhoB in WT and RhoB-/- E6-
immortalized mouse embryonic fibroblast (MEF) cells (A) and primary mouse dermal 
fibroblast (MDF) cells (B). Tubulin was used as loading controls. (C) RhoB deficiency 
prevents H2AX dephosphorylation after CPT removal. WT and RhoB-/- MDF cells were 
treated with 25 μM CPT for 1 h, and washed (W) and cultured in CPT-free medium (release) 
for 7 h. Cells were stained for H2AX (green). DNA was counterstained with DAPI (blue). 
The distribution of H2AX levels shows two groups of cells with high and low H2AX levels, 
which are replicating and non-replicating cells, respectively (Sordet et al., 2009; Zhang et al., 
2011). Numbers indicate the percentage of cells with at least 5 H2AX foci. Scale bar, 10 μM. 
(D) HCT116 cells were transfected with RhoB-targeting or non-targeting (control) siRNAs. 
Western blotting showing the efficiency of RhoB silencing in two independent experiments. 
Tubulin was used as a loading control. The RhoB-targeting siRNAs used (target DNA 
sequences: GCTAAGATGGTGTTATTTA) do not affect the expression of the RhoB 
homolog RhoA (Bousquet et al., 2009). (E) Top1 trapping and reversal are similar in WT and 
RhoB-/- cells. Detection of Top1 cleavage complexes  (Top1cc) in MDF cells treated with 25 
μM CPT for 1 h. Release 60’: cells were harvested 60 min after CPT removal. Different 
concentrations of genomic DNA (5, 2.5, and 1.25 μg) were probed with an anti-Top1 
antibody. Dashed lines indicate that intervening wells have been spliced out. 
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Supplemental Experimental Procedures 
Cell cultures. Human osteosarcoma (U2OS) and colon carcinoma (HCT116, HCT15) cells 
were obtained from the American Type Culture Collection (ATCC). HCT15 cells stably 
expressing wild-type Chk2 (Chk2-WT) or kinase-dead D347A Chk2 (Chk2-KD) were from 
Yves Pommier (NIH, Bethesda, USA) (Aris and Pommier, 2011; Kass et al., 2007). WT and 
RhoB-/- E6-immortalized mouse embryonic fibroblast (MEF) cells were established in the 
laboratory from SV129 mice obtained from G.C. Prendergast (Lankenau Institute for Medical 
Research, Wynnewood, USA) using the protocol described in (Liu et al., 2001). WT and 
RhoB-/- primary mouse dermal fibroblast (MDF) cells were isolated from SKH1 mice 
(established in the laboratory from SV129 mice) as described (Aasen and Izpisua Belmonte, 
2010) and cultured for a maximum of 9 passages. All the above cells were cultured in 
Dulbecco’s modified Eagle’s medium supplemented with 10% fetal bovine serum.  
 
Western blotting. Whole-cell extracts were obtained by lysing cells in buffer (1% SDS, 10 
mM Tris-HCl, pH 7.4) supplemented with protease (Complete; Roche Diagnostics) and 
phosphatase (Cocktail 3; Sigma-Aldrich) inhibitors. Viscosity of the samples was reduced by 
brief sonication and proteins were separated by SDS-PAGE electrophoresis and 
immunoblotted with the following antibodies: anti-Chk2 (2662; Cell Signaling), anti-Chk2-
pS516 (2669; Cell Signaling), anti-Chk2-pT68 (2661; Cell Signaling), anti-H2AX (ab11175; 
Abcam), anti-H2AX (05-636; Millipore), anti-HuR (sc-5261; Santa Cruz), anti-PP2A(C) 
(#1512-1; Epitomics), anti-RhoA (sc-418; Santa Cruz), anti-RhoB (sc-180; Santa Cruz), and 
anti-Tubulin (T5168; Sigma-Aldrich). Quantification of protein levels in Figures 1E and 3F 
was done using ImageJ (version 1.40g).  
 
RNA imunoprecipitation. Immunoprecipitation of HuR-associated RNAs was done as 
described (Glorian et al., 2011) with minor modifications. Forty million cells were lysed for 
30 min at 4°C in 750 μl buffer containing 25 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM KCl, 0.5% 
NP40, 2 mM EDTA, 1 mM NaF and 0.5 mM DTT, supplemented with 0.2 U RNAsin 
(Promega) and protease inhibitors (Complete; Roche Diagnostics). After centrifugation at 
10,000g for 10 min, supernatants were precleared for 30 min at 4°C with 20 μl of protein 
A/G–agarose beads (Sigma-Aldrich) previously blocked for 5 h at 4°C in washing buffer (300 
mM KCl, 50 mM Tris-HCl pH 7.4, 1 mM MgCl2, 0.1% NP40) containing 5 μg/μl yeast tRNA 
(Invitrogen), 1 μg/μl acetylated BSA (Sigma-Aldrich) and protease inhibitors (Complete; 
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Roche Diagnostics). Beads (20 μl) were coupled with 15 μg of mouse anti-HuR antibody 
(3A2; Santa Cruz) or 15 μg of mouse non-immune antibody (control IgG) (02-6502; 
Invitrogen) for 4 h at 4°C and incubated with 2 mg precleared cell lysate overnight at 4°C. 
After several washes in washing buffer and proteinase K (Roche Diagnostics) treatment, 
immunoprecipitated RNAs were extracted using TRIzol LS Reagent (Invitrogen) and treated 
with TurboDNAse (Ambion) before reverse transcription (RT)-qPCR experiments. 
 
Reverse transcription qPCR. Total RNAs (MasterPure RNA Purification Kit, Epicentre) 
were subjected to reverse transcription (RT) using the iScript cDNA synthesis kit (Bio-Rad). 
Q-PCR analyses were performed on a CFX96 Real-time system device (Bio-Rad) using the 
IQ SYBR Green Supermix (Bio-Rad), according to the manufacturer’s instructions. All 
samples were analyzed in triplicate and 	-actin was used as endogenous control in the 

CT 
analysis. The primers used are RhoA-FW, 5’-TGG AAG ATG GCA TAA CCT GTC-3’ and 
RhoA-RV, 5’-AAC TGG TGG CTC CTC TGG-3’; RhoB-FW, 5’-TTG TGC CTG TCC TAG 
AAG TG-3’ and RhoB-RV, 5’- CAA GTG TGG TCA GAA TGC TAC-3’; RhoC-FW, 5’-
TGT CAT CCT CAT GTG CTT CTC-3’ and RhoC-RV, 5’-GTG CTC GTC TTG CCT CAG-
3’; RhoE-FW, 5’-CCT GCT CCT CTC GCT CTC-3’ and RhoE-RV, 5’-TCT GGC TGG CTC 
TTC TCT C-3’; and 	-actin-FW, 5’-TCC CTG GAG AGG AGC TAC GA -3’ and 	-actin-
RV, 5’- AGG AAG GAA GGC TGG AAG AG -3’.  
 
Cell transfection (siRNAs, plasmids). siRNAs: Cells were transfected with HuR- or RhoB-
targeting siRNAs or non-targeting siRNAs (Eurogentec) using Oligofectamine transfection 
reagent (Invitrogen) according to the manufacturer’s protocol. Target DNA sequences: HuR 
(5’-GAG GCA ATT ACC AGT TTC A-3’), RhoB (5’-GCT AAG ATG GTG TTA TTT A-
3’), non-targeting (5’-GAC GTG GGA CTG AAG GGG T-3’). Experiments were performed 
48 h after transfection. Plasmids: cells were transfected with a plasmid encoding HA-RhoB 
(Lajoie-Mazenc et al., 2008) using jetPEI DNA transfection reagent (Polyplus transfection) 
according to the manufacturer’s protocol. Experiments were performed 24 h after 
transfection.   
 
WST-1 cell viability assays. WT and RhoB-/- MEF cells were seeded in triplicata into 96-
well microplate at a density of 1,000 cells per well. Twenty-four hours after plating, cells 
were treated with various concentrations of CPT (from 1.6 nM to 50 μM) and cultured for 72 
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h. Then, the WST-1 reagent (Roche Diagnostics) was applied for 1 h at 37°C. The formazan 
dye was quantified at 450 nm by using a plate reader (LabSystems Multiskan). Data are 
expressed as the percentage of cell survival (mean  SD of treated cells normalized to mean  
SD of untreated cells, which was taken at 100%).  
 
Protein phosphatase 2A (PP2A) activity assay. PP2A activity was assayed using a PP2A 
immunoprecipitation phosphatase assay kit (Upstate) according to the manufacturer’s 
protocol. Briefly, cells were lysed on ice in phosphatase extraction buffer (20 mM imidazole-
HCl pH 7.0, 2 mM EDTA, 2 mM EGTA) supplemented with protease inhibitor cocktail 
(Sigma-Aldrich). Cell lysate (500 μg) was incubated for 2 h at 4°C with protein A-agarose 
beads coupled with 4 μg of mouse anti-PP2A-C antibody (clone 1D6; Upstate) or mouse non-
immune antibody (control IgG) (02-6502; Invitrogen). Phosphatase activity was assayed by 
incubating the immunoprecipitated proteins with the synthetic threonine phosphopeptide, K-
R-pT-I-R-R, at 30°C for 10 min prior to detection with malachite green phosphate detection 
solution. After 15 min, free phosphate was quantified by measuring absorbance at 620 nm in a 
microplate reader. Phosphatase activity was calculated using a phosphate standard curve. All 
samples were analyzed in triplicate.  
 
Detection Top1 cleavage complexes (Top1cc). Cellular Top1cc were detected as previously 
described (Regairaz et al., 2011), except that the immunoblotting of Top1 was revealed using 
chemiluminescence by autoradiography. 
 
Immunofluorescence microscopy of H2AX. Cultures of WT and RhoB-/- primary MDF 
cells on chamber slides (Lab-Tek; Thermo Fisher Scientific) were processed for 
immunofluorescence microscopy. Cells were fixed in 4% paraformaldehyde for 20 min and 
post-fixed/permeabilized with ice-cold 70% ethanol overnight at 4C. Cells were incubated 
with 8% bovine serum albumin (BSA) for 1 h to block non-specific binding before incubation 
with mouse anti-H2AX antibody (05-636; Millipore) diluted in 1% BSA/PBS buffer for 2 h. 
After washes, cells were incubated with Alexa Fluor 488 donkey anti-mouse antibody 
(Invitrogen) diluted in 1% BSA/PBS buffer for 45 min. After washes, slides were mounted in 
mounting medium containing DAPI (Vectashield; Vector Laboratories) and visualized using a 
fluorescent microscope (ECLIPSE 90i; Nikon). Pictures were analyzed with Photoshop CS3 
(Adobe).  
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DNA extraction and comparative genomic hybridization (CGH) array. Genomic DNA 
was extracted from WT and RhoB-/- primary MDF cells using the QIAamp DNA Kit 
(Qiagen). DNA from WT and RhoB-/- cells was labeled with Cy3 and Cy5 (Dual color 
labeling kit; Roche-Nimblegen), respectively, before hybridization on 720K whole-genome 
tiling arrays (Roche-Nimblegen). Slides were scanned using the MS200 scanner (Tecan) and 
images were analyzed using DEVA 2.1 software (Roche-Nimblegen) with segmentation and 
background correction. Amplification and deletion were considered as significant events 
when at least 5 consecutive probes were  log2 (amplification) or  log2 (deletion). 
Chromosome 11 was duplicated in RhoB-/- cells compared to WT cells and was excluded 
from the analysis presented in Figure 4D.  
 
RhoB promoter activity. U2OS cells were co-transfected with a plasmid encoding the RhoB 
promoter linked to the Firefly luciferase reporter gene and a plasmid encoding the 
cytomegalovirus (CMV) promoter linked to the Renilla luciferase reporter gene (internal 
control) as described (Canguilhem et al., 2005). Luciferase activities were measured 48 h after 
transfection using the Dual Luciferase Assay system (Promega) and results were expressed as 
the ratio of the activities of the Firefly to the Renilla luciferases.  
 
RhoB and RhoA activity assays. The Rho binding domain (RBD) of rothekin, an effector of 
Rho proteins that selectively binds to the GTP-loaded form, was expressed as a recombinant 
fusion with GST in Escherichia coli and purified through binding to GSH-Sepharose beads. 
Cells (8x106) were lysed on ice in 800 μl lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 500 mM 
NaCl, 10 mM MgCl2, 1% Triton X-100, 10 mM DTT) supplemented with protease inhibitor 
cocktail (Sigma-Aldrich) and phosphatase inhibitors (Thermo Scientific; Halt phosphatase 
inhibitor cocktail). GST-TRBD beads (30 μl) were incubated with cell lysate for 30 min at 4 
°C. An aliquot from each lysate was removed as a control for equivalent input into the assay. 
After three washes in ice-cold washing buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 500 mM NaCl, 10 
mM MgCl2, 1% Triton X-100), bounded Rho proteins were eluted from the beads with SDS-
PAGE sample buffer at 95 °C and analyzed by Western blotting with anti-RhoB (sc-180; 
Santa Cruz) or anti-RhoA (sc-418; Santa Cruz) antibodies.  
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RESULTATS SUPPLEMENTAIRES  
Induction de la GTPase Rnd1 en réponse aux inhibiteurs 
de topoisomérases. 
 
Au cours de ma thèse, j’ai analysé le taux d’ARNm des 20 GTPases Rho en 
réponse à la CPT. En plus de RhoB, j’ai identifié Rnd1 comme étant une autre GTPase 
induite en réponse à des temps précoces de traitement à la CPT. L’ARNm de Rnd1 est 
également induit en réponse à l’étoposide, un inhibiteur de topoisomérase II.  
 La GTPase Rnd1, appartient à la famille Rnd, un sous-groupe de la famille des Rho, 
composé de trois protéines chez l’humain : Rnd1/Rho6, Rnd2/Rho7 et Rnd3/Rho8/RhoE 
(Chardin, 2006) (figure 1). De par le manque d’acides aminés critiques pour l’activité 
GTPase, les protéines Rnd n’hydrolysent pas le GTP et de ce fait sont constitutivement 
liées au GTP. L’expression de Rnd1 est élevée dans le cerveau adulte et dans le foie, 
Rnd2 est principalement exprimée dans le cerveau et les testicules, alors que Rnd3 est 
plutôt ubiquitaire (Riou et al., 2010).  
 Rnd1 est une protéine associée aux membranes, concentrée dans les jonctions 
adhérentes dans les fibroblastes et les cellules épithéliales (Nobes et al., 1998). Rnd1 est 
surexprimée en réponse à l’IL-1β dans des cellules endothéliales HMVEC, suggèrant son 
implication dans la réponse cellulaire aux cytokines pro-inflammatoires (Warton et al., 
2004). La structure cristalline de Rnd1 ainsi que plusieurs de ses complexes avec son 
effecteur Plexin ont été résolus (Wang et al., 2011). Rnd1 peut agir comme un antagoniste 
de RhoA en stimulant l’activité de RhoGAP p190, entrainant ainsi une diminution de la 
forme active de RhoA (RhoA-GTP) (Wennerberg et al., 2003).  
De nombreuses fonctions ont été attribuées à Rnd1 dans la plasticité neuronale, 
notamment dans la régulation de la croissance neuronale et le développement dendritique 
(Foster et al, 1996 ; Ishikawa et al, 2003 ; Nobes et al., 1998). Chez le xénope, Rnd1 est 
requis d’une part pour la formation des somites (Goda et al., 2009), mais aussi dans la 
régulation de l’adhésion cellulaire dans les embryons (Wunnenberg-Stapleton et al., 1999). 
Par une approche de puce à ADN et de RT-qPCR, une étude révèle la surexpression du 
gène rnd1 en réponse aux radiations ionisantes dans des lymphocytes humains (Turtoi et 
al., 2008).  
 

Des expériences sont menées au laboratoire afin d’identifier les mécanismes 
moléculaires responsables de l’induction de Rnd1 en réponse aux dommages à l’ADN et 
de comprendre le rôle fonctionnel de cette induction. 
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independent experiments. (C) The indicated mRNAs were analyzed by RT-qPCR in glioblastoma U87 cells treated with 
25 μM CPT for the indicated times. Mean ± SD of 3 independent experiments. (D) The indicated mRNAs were analyzed 
by RT-qPCR in U2OS cells treated with 100 μM etoposide for 2 h. Mean ± SD of 3 independent experiments. 
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DISCUSSION ET PERSPECTIVES 
 
Ce travail de thèse, qui a consisté à étudier le rôle de la GTPase RhoB en réponse 
aux dommages à l’ADN induits par la camptothécine (CPT) a permis d’impliquer RhoB 
dans la signalisation cellulaire des cassures double-brin de l’ADN (DSBs) et suggère un 
rôle de RhoB dans la réparation de ces cassures. Nos résultats montrent que la CPT, un 
agent qui induit des DSBs et dont les dérivés solubles sont utilisés en thérapie des cancers, 
entraîne une surexpression précoce et spécifique de RhoB. La surexpression de RhoB 
passe principalement par une augmentation de la stabilité de son ARNm par la protéine de 
liaison aux ARNm, HuR. En réponse à la CPT, HuR se lie sur l’ARNm de RhoB et le 
stabilise, et ce par un mécanisme dépendant de l’activité kinase de Chk2. Aussi, des 
cellules déficientes en RhoB (KO, siRNA) ont non seulement un défaut de 
déphosphorylation de γ-H2AX après retrait de la CPT, ce qui suggère un défaut de 
réparation des DSBs, mais présentent aussi une diminution de l’activité de PP2A, une 
phosphatase pour γ-H2AX et pour d’autres protéines de la signalisation et de la réparation 
des cassures de l’ADN. Nous proposons que les DSBs activent une voie Chk2-HuR-RhoB 
qui favorise la déphosphorylation de γ-H2AX par PP2A et la réparation des DSBs (figure 
24). Enfin, nous montrons que des cellules déficientes en RhoB (KO) présentent une 
augmentation du nombre de foyers γ-H2AX endogènes ainsi que des anomalies 
chromosomiques, témoignant d’une instabilité génomique. 
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Figure 24 : Modèle proposé du rôle de RhoB dans la réponse aux dommages à 
l’ADN. 
 
               
Implication des cassures double-brin de l’ADN dans l’induction de RhoB 
 
Les DSBs induites par la CPT sont produites lors de la réplication (Furuta et al., 
2003) et la transcription (Sordet et al., 2009). Pour déterminer si la surexpression de RhoB 
en réponse à la CPT est dépendante des DSBs, nous avons examiné si l’inhibition de la 
réplication par l’aphidicoline pouvait prévenir la surexpression de RhoB en réponse à 1 
µM de CPT. En effet, les DSBs sont principalement produites pendant la réplication  à des 
doses relativement faibles de CPT (≤ 1µM) (Furuta et al., 2003) et sont indépendantes de 
la transcription (Sordet et al., 2009). L’inhibition de la réplication par l’aphidicoline  
prévient l’induction de γ-H2AX et de l’ARNm de RhoB en réponse à 1 µM de  CPT 
(Figure 1F de l’article). Ces résultats suggèrent fortement que les DSBs produites en 
réponse à la CPT sont à l’origine de la surexpression de RhoB. En accord avec le rôle des 
DSBs dans l’induction de l’ARNm de RhoB, nous avons obtenu des résultats 
préliminaires montrant que l’étoposide, un inhibiteur de topoisomérase II qui induit des 
DSBs indépendamment de la réplication (Nitiss, 2009a), induit l’ARNm de RhoB 
(données non montrées). Nos résultats montrant l’implication de Chk2 dans l’induction de 
 
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RhoB en réponse à la CPT (Figure 2 de l’article) sont également en faveur de 
l’implication des DSBs. Il serait intéressant d’examiner l’expression de RhoB en réponse 
à d’autres génotoxiques connus pour induire des DSBs comme les radiations ionisantes, la 
doxorubicine (Duran et al., 1996), ou la bléomycine (Chen and Stubbe, 2005). Aussi, 
l’analyse de l’expression de RhoB dans des cellules U2OS modifiées pour induire des 
DSBs par l’enzyme AsiSI (Iacovoni et al., 2010) devrait permettre de déterminer plus 
directement le rôle des DSBs dans la surexpression de RhoB.  
 
Rôle des kinases ATM, ATR et DNA-PK dans l’induction de RhoB 
 
ATM, ATR et DNA-PK sont les principaux médiateurs des DSBs (Shiloh, 2006) et 
sont connus pour phosphoryler et activer la kinase Chk2 (Matsuoka et al., 1998 ; Matsuoka 
et al., 2000 ; Li and Stern, 2005) qui est impliquée dans la surexpression de RhoB (Figure 
2 de l’article). Ces kinases sont-elles impliquées dans la surexpression de RhoB en 
réponse à la CPT ? Des résultats préliminaires montrent qu’un traitement à la caféine à la 
concentration de 2 mM, décrite pour inhiber ATM et ATR (Sarkaria et al., 1999), prévient 
la surexpression de RhoB en réponse à la CPT dans les cellules U2OS (donnée non 
montrée). En contrôle, nous avons montré que la caféine prévient la phosphorylation de 
Chk1 en S345 (marqueur indirecte de l’activation d’ATR) en réponse à la CPT, mais de 
façon inattendue ne prévient  pas l’autophosphorylation d’ATM en S1981 (marqueur 
d’activation d’ATM) (donnée non montrée). Aussi, l’induction de RhoB en réponse à la 
CPT n’est pas ou peu diminuée dans des cellules KO pour ATM en comparaison avec ces 
mêmes cellules complémentées en ATM (donnée non montrée). Ces observations 
suggèrent que la surexpression de RhoB est principalement dépendante d’ATR en réponse 
à la CPT. D’autres expériences sont requises afin de valider ou non cette hypothèse et 
d’étudier aussi l’implication potentielle de DNA-PK. L’utilisation d’inhibiteurs 
spécifiques de l’activité de chacune de ces kinases ATM (Hickson et al., 2004) ; DNA-PK 
(Leahy et al., 2004) ; ATR (Peasland et al., 2011) seuls ou en combinaison devrait 
permettre de répondre à ces questions.  
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Induction de l’expression de RhoB vs activation de RhoB 
 
La surexpression de RhoB en réponse à la CPT est associée à la surexpression de 
sa forme active (RhoB-GTP) (Figure 1D et 1E de l’article). Cependant, ces résultats 
n’indiquent pas si ces deux évènements sont couplés ou indépendants. Des travaux du 
laboratoire montrent que la surexpression de RhoB sous UVB passe par deux 
mécanismes : une augmentation de la forme active de RhoB (RhoB-GTP) suivie d’une 
augmentation de l’expression de RhoB (Canguilhem et al., 2005). En réponse à un stress 
génotoxique, le pool préexistant de RhoB dans la cellule serait rapidement activé afin de 
déclencher une réponse rapide et cette activation serait maintenue grâce à une 
augmentation de l’expression de RhoB (Canguilhem et al., 2005). Est-ce que le cycle 
RhoB-GDP/GTP peut être régulé en réponse à un stress génotoxique et notamment en 
réponse à la CPT ? Ce cycle est régulé par différentes classes de protéines, les GEFs, 
facteurs d’échanges des nucléotides, les GAPs, activateurs de l’activité GTPasique 
intrinsèque et les GDIs, inhibiteurs de la dissociation du GDP. Une hypothèse serait que 
l’activité de ces protéines soit régulée en réponse à des dommages à l’ADN. En accord 
avec cette hypothèse, les travaux de Srougi et Burridge  montrent que l’activité des GEFs 
nucléaires Ect2 et Net1 est augmentée en réponse à divers stress génotoxiques incluant les 
radiations ionisantes, le 5-FU et l’H2O2 (Srougi and Burridge, 2011). Cependant, les 
mécanismes qui régulent l’activité de ces GEFs en réponse à un stress génotoxique restent 
à éclaircir. De manière générale, l’activation d’une GEF est régulée par sa localisation 
subcellulaire ainsi que par des modifications post-traductionnelles comme la 
phosphorylation (Rossman et al., 2005). Les GEFs Ect2 et Net1 possèdent deux signaux de 
localisation nucléaire en N-terminal, qui leur confèrent une localisation nucléaire (Schmidt 
and Hall, 2002 ; Tatsumoto et al., 1999). Bien que les mécanismes d’activation de Ect2 
restent à éclaircir, Ect2 peut être activée par phosphorylation pendant les phases G2/M 
(Tatsumoto et al., 1999). Il serait intéressant de déterminer si l’augmentation de l’activité 
de Ect2 en réponse aux stress génotoxiques (Srougi and Burridge, 2011) est dépendante des 
sérine/thréonine kinases ATM, ATR et/ou DNA-PK. De façon intéressante, Ect2 contient 
un tandem de domaines BRCT (BRCA-1 C-terminal) en position N-terminale (Kim et al., 
2005) et ATM est connue pour interagir avec bon nombre de protéines qui contiennent un 
domaine BRCT  comme Brca1 (breast cancer gene 1). D’autre part, Net1 contient un 
 
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signal d’export nucléaire en plus des signaux d’import nucléaire, suggérant ainsi une 
possible relocalisation cytoplasmique de Net1 afin d’activer les protéines Rho dans le 
cytoplasme (Schmidt and Hall, 2002).  
 
γ-H2AX et cassures double-brin de l’ADN  
 
Notre étude révèle un rôle de RhoB dans la déphosphorylation de γ-H2AX après 
retrait de la CPT. Des études montrent que les cinétiques de disparition de γ-H2AX sont 
étroitement liées avec les cinétiques de réparation des DSBs de l’ADN (Bouquet et al., 
2006 ; Lobrich et al., 2010). La persistance de γ-H2AX dans les cellules déplétées en RhoB 
(KO, siRNA) (Figure 3d-3g de l’article) suggère la persistance de DSBs. Un test des 
comètes en condition neutre ou une électrophorèse en champs pulsé devraient permettre 
de détecter directement la présence de DSBs.  
 
RhoB et la phospahatase PP2A 
 
De nombreuses phosphatases (PP2A, PP4, PP1, PP6 et Wip1) participent 
directement ou indirectement à la déphosphorylation de γ-H2AX (Freeman and Monteiro, 
2010). Bien que l’exacte contribution de chaque phosphatase reste à être déterminée, 
PP2A a été décrite comme la principale phosphatase pour γ-H2AX en réponse à la CPT 
(Chowdhury et al., 2005). Nos résultats montrent une diminution de l’activité de PP2A de 
près de 40% dans les cellules RhoB-/- comparées aux cellules RhoB+/+ (Figures 3i et 3j 
de l’article). Ces observations indiquent pour la première fois que la GTPase RhoB 
contrôle une activité phosphatase. Il serait intéressant de déterminer si RhoB est impliquée 
dans le contrôle de l’activation d’autres phosphatases comme PP4, PP1, PP6 et Wip1. 
Des expériences de « pull-down » de PP2A suivies d’une électrophorèse en gel 2D 
couplée à une analyse protéomique ainsi que des expériences de co-immunoprécipitations 
montrent que la sous-unité catalytique de PP2A (PP2AC) interagit avec RhoB (Lee et al., 
2007). Cependant, il reste à élucider si cette interaction est importante pour l’activité de 
PP2A. Chowdhury et ses collaborateurs ont montré que la sous-unité catalytique de PP2A 
(PP2AC) forme des foyers nucléaires qui colocalisent avec les foyers γ-H2AX en réponse 
à la CPT (Chowdhury et al., 2005). Par une approche biochimique, les auteurs ont 
 


également montré la co-immunoprécipitation de PP2AC avec γ-H2AX sur la chromatine 
(Chowdhury et al., 2005). Ainsi, il est possible qu’en plus de maintenir l’activité de PP2A, 
RhoB pourrait être impliquée dans la relocalisation de PP2A aux sites des DSBs pour  
déphosphoryler γ-H2AX en réponse à la CPT. Actuellement, nous n’avons pas réussi a 
reproduire ces résultats de co-immunoprécipitation de PP2AC avec γ-H2AX et donc nous 
n’avons pas  évaluer si la diminution d’expression de RhoB influence l’association 
PP2AC-γ-H2AX. En parallèle, il sera intéressant de réaliser des expériences de 
microscopie à fluorescence afin d’analyser le rôle de RhoB sur la localisation de PP2AC 
dans les foyers  γ-H2AX. 
 
PP2A et réparation des cassures double-brin de l’ADN 
 
Il est maintenant bien documenté que l’inhibition de PP2A altère la réparation des 
DSBs (Chowdhury et al., 2005 ; Lankoff et al., 2006 ; Wang et al., 2009 ; Kalev et al., 2012). 
Par exemple, il a été montré que l’inhibition de PP2A par la fostriecine, un inhibiteur sélectif 
de l’activité phosphatase de PP2A, ou par siRNA, entraîne une persistance des foyers γ-
H2AX, un défaut de réparation des DSBs ainsi qu’une hypersensibilité des cellules en 
réponse à la CPT (Chowdhury et al., 2005). En plus de γ-H2AX, PP2A pourrait stimuler la 
réparation des DSBs par la déphosphorylation opportune d’autres protéines de la réponse 
aux dommages à l’ADN. PP2A déphosphoryle les protéines Ku et DNA-PKcs en réponse 
à la CPT, ce qui permet la formation d’un complexe Ku/DNA-PKcs fonctionnel et donc la 
réparation des DSBs par la voie NHEJ (Wang et al., 2009). PP2A déphosphoryle 
également de nombreuses protéines de réponse aux dommages à l’ADN tels que ATM, 
RPA, Chk2 et Chk1 mais le rôle de la déphosphorylation de ces protéines dans la 
réparation n’est pas connu (Freeman and Monteiro, 2010). PP2A pourrait aussi stimuler la 
réparation en déphoshorylant d’autres protéines que cells de la réponse aux dommages à 
l’ADN comme Akt (Kuo et al., 2008). En effet, la phosphorylation/activation de Akt1 
inhibe la réparation des DSBs par recombinaison homologue en favorisant une rétention 
cytoplasmique des protéines Brca1 et Rad51 (Plo et al., 2008). La perte d’expression de 
RhoB pourrait ainsi empêcher la réparation des DSBs en inhibant la déphosphorylation 
d’Akt1 médiée par PP2A. En accord avec cette hypothèse, des résultats du laboratoire 
montrent que la perte d’expression de RhoB favorise l’activation d’Akt1 (Bousquet et al., 
 

2009). Afin d’évaluer plus directement le rôle de RhoB dans la réparation des DSBs, nous 
avons entrepris une collaboration avec le groupe de Bernard Lopez (IGR, Villejuif) qui est 
un expert dans la réparation des DSBs. Ils ont analysé les effets de la diminution 
d’expression de RhoB par siRNA sur la recombinaison homologue et le NHEJ dans des 
cellules qui expriment soit un substrat de la recombinaison homologue (Dumay et al., 2006 
; Pierce et al., 1999 ; Plo et al., 2008) soit un substrat du NHEJ (Guirouilh-Barbat et al., 2004 
; Guirouilh-Barbat et al., 2008 ; Guirouilh-Barbat et al., 2007 ; Rass et al., 2009) (cf § II.6.2 : 
Exemples d’outils pour étudier la réparation des cassures double-brin). Les résultats 
récemment obtenus de trois expériences indépendantes montrent que les cellules 
transfectées par siRNA RhoB présentent une diminution significative des évènements de 
recombinaison homologue mais pas de NHEJ (non montré). Ces résultats seront inclus dans 
l’article. Des expériences complémentaires sont en cours afin d’examiner la fidélité de la 
réparation par le NHEJ (Jiang et al., 2013). D’autre part, il serait intéressant de déterminer si 
les cellules déficientes en RhoB présentent également un défaut de recrutement des protéines 
de recombinaison homologue (par exemple Brca1, Rad51) et/ou de NHEJ (par exemple 
53BP1) aux sites des foyers γ-H2AX qui persistent après le retrait de la CPT.  
 
RhoB et instabilité génomique 
 
L’analyse des foyers γ-H2AX par microscopie à fluorescence dans des fibroblastes 
primaires RhoB+/+ et RhoB-/- révèle qu’en absence de traitement, les cellules RhoB-/- 
présentent un nombre de foyers γ-H2AX plus important que dans les cellules RhoB+/+ 
(Figure 4a de l’article). Ces résultats sont en accord avec le rôle de RhoB dans la 
déphosphorylation de γ-H2AX et suggèrent que RhoB favorise la déphosphorylation de γ-
H2AX en réponse aux DSBs produites par des lésions endogènes et exogènes de l’ADN.  
 L’analyse quantitative des images de microscopie indique que près de 25% des 
noyaux de cellules RhoB-/- présentent un nombre élevé de foyers γ-H2AX (Figure 4b de 
l’article). Ces observations pourraient refléter une induction de DSBs dans les cellules en 
phases de réplication (Rao et al., 2007). Un co-marquage γ-H2AX-BrdU par microscopie à 
fluorescence dans les cellules RhoB
-/-
 permettrait de répondre à cette question.  Les protéines 
H2AX, ATM et Chk2 ont été retrouvées constitutivement phosphorylées dans des tissus 
cancéreux humain et plus particulièrement dans les lésions pré-cancéreuses (Bartkova et 
 
al., 2005 ; Gorgoulis et al., 2005). Il serait intéressant d’analyser si les foyers γ-H2AX dans 
les cellules déficientes en RhoB colocalisent avec des foyers ATM PS1981 et des foyers 
Chk2 PT68, ce qui pourrait suggérer une activation du checkpoint en réponse à ces DSBs 
endogènes. Aussi, comme décrit plus haut, l’analyse d’autres protéines de signalisation et 
de réparation des DSBs comme 53BP1, Rad51, Brca1 permettrait de déterminer si ces 
foyers γ-H2AX présentent des défauts dans le recrutement de protéines de réparation.  
Le facteur de transcription c-Myc  est un oncogène et sa surexpression contribue au 
développement cancéreux (Pusapati et al., 2006). La surexpression de c-Myc entraîne la 
formation de DSBs et empêche leur réparation (Karlsson et al., 2003 ; Pusapati et al., 2006) 
; Mai et al., 1996). L’étude récente de Li et ses collaborateurs (Li et al., 2012) montre que 
la surexpression de c-Myc diminue l’activité de liaison des protéines Ku et de DNA-PKcs 
à l’ADN, ce qui résulte d’un défaut de réparation des DSBs par la voie NHEJ ainsi qu’une 
instabilité du génome. Ces données suggèrent que c-Myc puisse agir sur la voie de 
réparation des DSBs par NHEJ. Cependant, d’autres études rapportent que c-Myc peut 
aussi inhiber la voie de réparation des DSBs par recombinaison homologue (Karlsson et 
al., 2003 ; Luoto et al., 2010). De façon intéressante, RhoB contrôle le turn over de 
l’oncogène c-Myc en augmentant sa dégradation (Huang et al., 2006). Ainsi, une 
hypothèse attractive serait que la perte d’expression de RhoB au cours de la progression 
tumorale favorise l’accumulation nucléaire de c-Myc et prévient la réparation. 
 Quel que soit le mécanisme exacte par lequel RhoB régule la réparation des DSBs, 
nos données suggèrent pour la première fois que la perte d’expression de RhoB lors de la 
progression tumorale (Adnane et al., 2002a ; Forget et al., 2002 ; Mazieres et al., 2004 ; Zhou 
et al., 2011) pourrait favoriser l’oncogenèse en prévenant la réparation efficace des DSBs 
et ainsi en favorisant une instabilité génomique (Bonner et al., 2008). 
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RESUME
Rôle de la GTPase RhoB dans la réponse aux dommages à 
l’ADN induits par la camptothécine. 
RhoB est une GTPase impliquée dans diverses fonctions intracellulaires comme 
l’organisation du cytosquelette. En plus de ses rôles bien établis, RhoB a récemment 
émergé comme un gène de réponse précoce aux dommages à l’ADN. RhoB est 
surexprimée et activée en réponse à divers génotoxiques bien que les mécanismes 
d’induction et la relevance fonctionnelle de cette induction restent mal compris. RhoB 
possède également des propriétés de suppresseur de tumeurs. Son expression diminue lors 
de la progression tumorale et la perte de RhoB favorise la prolifération cellulaire et 
l’invasion. Pour étudier le rôle de RhoB dans la réponse aux dommages à l’ADN et son 
implication potentielle dans la progression tumorale, nous avons utilisé la camptothécine 
(CPT), un inhibiteur sélectif de la topoisomérase I qui produit des cassures double-brin 
(DSBs) de l’ADN. Nous montrons que, dans les cellules traitées par la CPT, les DSBs 
induisent l’expression de RhoB par un mécanisme qui dépend de Chk2 et de son substrat 
HuR qui se lie à l’ARNm de RhoB et prévient sa dégradation. Des cellules déficientes en 
RhoB présentent un défaut de déphosphorylation de -H2AX après le retrait de la CPT, 
suggérant un défaut de réparation des DSBs. Ces cellules présentent également une 
diminution de l’activité de PP2A, une phosphatase pour -H2AX et d’autres protéines de 
la signalisation et de la réparation des dommages à l’ADN. Nous proposons que les DSBs 
activent une voie Chk2-HuR-RhoB qui favorise la déphosphorylation de -H2AX par 
PP2A. Enfin, nous montrons que les cellules déficientes en RhoB accumulent du -H2AX 
endogène et des anomalies chromosomiques, suggérant que la perte de RhoB augmente 
l’instabilité génomique induite par les DSBs et la progression tumorale.  
Mots clés : RhoB, cassure double-brin, Chk2, -H2AX, PP2A, HuR, réparation de l’ADN, 
stabilité du génome. 
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